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Wie andere antimikrobielle Peptide besitzt das Lantibiotikum Nisin die Fa¨higkeit, eine
Membran zu perforieren, wenn es in mikromolaren Konzentrationen eingesetzt wird. In
Anwesenheit des bakteriellen Zellwandvorla¨ufermoleku¨ls Lipid II sind jedoch schon nano-
molare Konzentrationen ausreichend, um eine effektive Membranpermeation zu bewirken.
Da die minimale Hemmkonzentration von Nisin ebenfalls in diesem Konzentrationsbereich
liegt, wurde lange Zeit angenommen, dass eine durch Bindung an Lipid II induzierte Bil-
dung kleiner Poren der entscheidende Wirkmechanismus von Nisin ist. 2006 wurde jedoch
ein alternativer Wirkmechanismus vorgeschlagen, als die Bildung von großen Nisinaggre-
gaten sowohl in vitro als auch in vivo entdeckt wurde. Dadurch wird Lipid II vom Ort der
Zellteilung entfernt und die Zellwandbiosynthese inhibiert. Es ist unwahrscheinlich, dass
diese beiden Wirkmechanismen verschiedene molekulare Ursachen haben. Viel wahrschein-
licher ist es, dass die Fa¨higkeit zur Nisin-Lipid II Aggregation gleichzeitig die Bildung von
Poren verursacht.
Da sich bisherige Studien vor allem auf die Untersuchung des Porenbildungsmechanismus
konzentrierten, ist die Fa¨higkeit zur Bildung von großen Aggregaten ein bisher wenig un-
tersuchter Bestandteil des Wirkmechanismus von Nisin. In dieser Arbeit wurde das Aggre-
gationsverhalten des Lantibiotikums Nisin in vivo an Bakterienmembranen und in vitro an
Modellmembranen analysiert. Die biologische Relevanz der Bildung von großen Nisin-Lipid
II-Aggregaten wurde an Zellen von Bacillus subtilis untersucht. So wurde festgestellt, dass
eine Korrelation zwischen der Aggregatgro¨ße und dem Zelltod besteht. Ab einem Grenzwert
war der Zelltod praktisch garantiert. Die Bildung von großen Aggregaten war besonders
am Septum und an den Zellpolen zu beobachten, wo die hohe Lipid II-Dichte vermutlich
die Aggregation erleichtert.
Der Aggregationsprozess wurde weiter unter kontrollierten Versuchsbedingungen in der
Membran von unilamellaren Riesenvesikeln mittels fluoreszenzmikroskopischer Methoden
untersucht. Mittels konfokaler Laserrasterikroskopie wurde die Aggregatbildung von fluo-
reszenzmarkiertem Nisin mit verschiedenen Baktoprenolbindungspartnern, die Bestand-
teil des Zellwandbiosynthesezyklus sind, visualisiert. Quantitative Analyse der Aggrega-
tintensita¨ten zeigte, dass die Aggregate abha¨ngig vom Bindungspartner unterschiedliche
Gro¨ßen besaßen. Die gro¨ßten Aggregate entstanden nach Bindung an Lipid I und Lipid
II. Es zeigte sich außerdem, dass die Aggregatgro¨ße abha¨ngig von dem Nisin-zu-Lipid II-
Konzentrationsverha¨ltnis war.
Mittels Einzelmoleku¨lverfolgung von Lipid II-Atto647-Moleku¨len nach Zugabe von Nisin
wurde der Aggregationsprozess unter Verwendung eines Lichtscheibenmikroskops analy-
siert. Es wurden abha¨ngig von der Inkubationszeit und dem Nisin-zu-Lipid II-Konzentrations-
verha¨ltnis aufgrund der Aggregation unterschiedliche Lipid II-Mobilita¨ten beobachtet. Durch
eine Trajektorienanalyse konnten Diffusionskoeffizienten bestimmt werden, die charakteris-
tisch fu¨r unterschiedlich große Lipid II-Spezies waren. Der Zusammenhang zwischen Dif-
fusionskoeffizient und Radius wurde verwendet, um die Gro¨ße der unterschiedlichen Lipid
II-Aggregate zu ermitteln. Mit einem einfachen, geometrischen Modell konnte die Gro¨ßen-
ordnung der Lipid II-Zahl in den Aggregaten abgescha¨tzt werden - 102-103 fu¨r kleine Aggre-
gate und 105-106 fu¨r große Aggregate. Damit waren die beobachteten Aggregate deutlich
gro¨ßer als die putativen Oligomere aus vier Lipid II und acht Nisinmoleku¨le in dem 2004
von Hapser und Mitarbeitern beschriebenen Porenmodell.
Die Aggregatgro¨ße wirkte sich entscheidend auf die Permeation und Destabilisierung der
Modellmembranen aus. Mit zunehmender Aggregatgro¨ße war eine effektivere Permeation
der Riesenvesikel und teilweise eine Vesikelabschnu¨rung bis hin zum Kollaps zu beobachten.
Diese in Modellmembranen beobachteten Membraneffekte sind vermutlich fu¨r den Wirkme-
chanismus von Nisin von entscheidender Bedeutung. Zusa¨tzlich zu den Permeationseffekten
ist zu erwarten, dass die durch die Aggregation gesto¨rte Lipidordnung in der Membran auch
zu Fehlfunktionen der Zellwandbiosynthesemaschinerie fu¨hrt. Mithilfe
1 Einleitung
1.1 Biologische und Modellmembranen
Die Zellen aller Lebewesen sind von Membranen umgeben. Sie dienen den Zellen vor allem
als Schutz, indem sie eine Trennschicht zwischen dem Zellinneren und der Umgebung bilden.
Die Membranen bestehen aus Lipiden und Proteinen. Die Lipide bilden das Grundgeru¨st
der Membran, die Lipiddoppelschicht. Sie verleiht der Membran ihre Funktion als passive
Trennschicht, da sie nahezu undurchla¨ssig fu¨r polare Moleku¨le wie Wasser und Ionen ist.
Durch die Integration von Proteinen in die Lipiddoppelschicht wird die Membran funk-
tionalisiert, sodass u¨berlebenswichtige Prozesse wie der selektive Transport von Moleku¨len
zur Aufnahme von Na¨hrstoffen und zur Entsorgung von Abfallstoffen, die Energiespeiche-
rung und das U¨bermitteln von Informationen stattfinden ko¨nnen. Außerdem nutzen Zellen
Membranen zur Kompartimentierung vieler Prozesse. So besitzen tierische und pflanzliche
Zellen durch Membranen abgegrenzte Organellen wie den Zellkern, den Tra¨ger des Erb-
guts, oder Peroxisomen, in denen zellula¨re Metabolite abgebaut werden. In Pflanzen- und
Pilzzellen und sogar in einigen Bakteriensta¨mmen findet man Vakuolen, die vor allem eine
Speicherfunktion sowohl von Na¨hr- als auch von Abfallstoffen innehaben.
Lipide sind amphiphile Moleku¨le, d. h. sie besitzen sowohl hydrophile als auch hydrophobe
strukturelle Merkmale. Deshalb ko¨nnen sie in wa¨ssriger Umgebung als Folge des hydro-
phoben Effekts eine Doppelschicht ausbilden. Dabei befinden sich die hydrophoben Ketten
der Lipide im Inneren der Schicht und die hydrophilen Kopfgruppen an der Grenzfla¨che zu
der wa¨ssrigen Umgebung (Abbildung 1.1). Die physikalisch-chemischen Eigenschaften der
Membran wie Fluidita¨t und Elastizita¨t (Abschnitte 1.2.1 und 1.2.2) ko¨nnen durch die Li-
pidzusammensetzung beeinflusst werden. Die am ha¨ufigsten vorkommenden Lipide sowohl
in tierischen als auch in bakteriellen Zellen sind Phospholipide. Phospholipide besitzen
zwei (oder bei Cardiolipin vier) hydrophobe Kohlenstoffketten, eine Verbindungsstruktur
z. B. Glycerin und eine hydrophile Kopfgruppe, die eine unterschiedlich funktionalisierte
Phosphatgruppe entha¨lt. Phospholipide ko¨nnen durch folgende Strukturmerkmale genauer
charakterisiert werden: die Kettenla¨nge, die Anzahl der Doppelbindungen und die Polarita¨t
der Kopfgruppe.

























Abbildung 1.1: Links ist exemplarisch die Struktur des Phospholipids Dipalmitoylphosphatidyl-
cholin (DPPC) gezeigt. Phospholipide bestehen aus zwei Hauptelementen: der polaren Kopfgruppe
und den hydrophoben Seitenketten. Die Kopfgruppe ist u¨ber ein Glycerinmoleku¨l (grau) mit den
Seitenketten (gelb), den Fettsa¨uren, verbunden. Die Kopfgruppe besteht aus einem negativ gela-
denen Phosphat (blau) und einer daran gekoppelten funktionellen Gruppe (rot), hier ein positiv
geladenes Cholin. Daneben ist schematisch die Lipiddoppelschicht dargestellt, in der sich die Sei-
tenketten nach innen und die Kopfgruppen an die Wassergrenzfla¨che orientieren. Die Darstellung
rechts zeigt eine Biomembran, bestehend aus der Lipiddoppelschicht und einer hohen Dichte an
Membranproteinen. Es sind integrale, periphere und Lipoproteine mit verschiedenen Funktionen
dargestellt.
Eingebettet in die Lipidmatrix sind Membranproteine. Membranproteine ko¨nnen in ver-
schiedene Gruppen eingeteilt werden: integrale Proteine, periphere Proteine und Lipopro-
teine (Abbildung 1.1). Integrale Proteine sind wie Lipide amphiphil. Ihre hydrophoben
Doma¨nen sind in die Membran eingebettet und ihre Ektodoma¨nen ragen aus der Membran
heraus. Sie u¨berspannen die gesamte Membran und dienen der Zelle als Transporter, Kana¨le
und Rezeptoren sowie zur Membranverankerung. Periphere Proteine sind wasserlo¨slich und
lagern sich durch eine Mischung aus elektrostatischen, hydrophoben und anderen nicht-
kovalenten Wechselwirkungen tempora¨r und reversibel an die Lipiddoppelschicht oder an
integrale Proteine an. Die Bindung kann zu einer Konformationsa¨nderung und Reorganisa-
tion der Bindungspartner fu¨hren und auch die Assoziation bzw. Dissoziation umgebender
Lipid- und Proteinkomponenten beeinflussen [1]. Diese Mechanismen werden z. B. zur Re-
gulation von vielen Ionenkana¨len und Transmembranrezeptoren genutzt [2]. Lipoproteine
sind u¨ber eine kovalent gebundene Lipidkette in der Membran verankert. Es wird vermu-
tet, dass die Lipidkette dafu¨r sorgt, dass sich das Protein in die Umgebung gleichkettiger
Lipidmoleku¨le einfu¨gen kann [3].
Als Antwort auf die Frage der Organisation von Lipiden und Proteinen innerhalb bio-
logischer Membranen entwickelten Singer und Nicholson 1972 das Flu¨ssig-Mosaik-Modell
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auf Grundlage der dynamischen Eigenschaften der Proteine in der Membran [4]. Darin
wird die Membran als zweidimensionale, homogene Lo¨sung aus Lipiden und Proteinen be-
schrieben, wobei die Lipidkomponente dem Lo¨sungsmittel entspricht, in dem die Proteine
frei diffundieren ko¨nnen. Die dynamischen Eigenschaften der Membran sind zweifelsfrei
von grundlegender Bedeutung fu¨r die Funktionalita¨t der Zelle. So ko¨nnen z. B. Phago-
zytose und Zellsignalu¨bertragung durch die Fluidita¨t der Membran reguliert werden [5].
Trotzdem gab es seit der Vero¨ffentlichung des Modells viele Beobachtungen, die gegen das
vereinfachte Modell einer zufa¨lligen Verteilung der Lipid- und Proteinkomponenten in der
Membranschicht sprechen.
Zuna¨chst ist der Massenanteil der Proteine mit im Durchschnitt 50 % sehr hoch, wodurch
ha¨ufig Wechselwirkungen zwischen den Proteinen durch Crowding, Kollisionen der Ek-
todoma¨nen und spezifische Protein-Protein- und Protein-Lipid-Bindungen entstehen. Zu-
sammen verursachen sie eine Vielzahl an Restriktionen der Lipid- und Proteinmobilita¨t, die
in Einzelmoleku¨lverfolgungsexperimenten messbar sind. So konnte eine komplexe, laterale
Proteinmobilita¨t aufgezeigt werden, die von einer gerichteten bis zu einer eingeschra¨nkten
Bewegung sowie anormaler als auch freier Diffusion reichten [6, 7].
Zudem sind viele Protein-Protein-Wechselwirkungen, die im Flu¨ssig-Mosaik-Modell igno-
riert werden, nicht zufa¨llig, sondern spielen fu¨r die Zelle eine entscheidende funktionelle
Rolle. Da zellula¨re Prozesse davon abha¨ngig sind, wann und wo Enzyme aktiv werden, gibt
es ausgeklu¨gelte, molekulare Mechanismen, die ihre ra¨umliche und zeitliche Organisation
regulieren. Ein Beispiel fu¨r einen solchen Prozess ist die Zellteilung von Escherichia coli
Bakterien, bei der ein Proteinsystem, bestehend aus drei Proteinen, die Positionierung und
den Aufbau der Ringstruktur organisiert, an der die Zellteilung stattfindet [8]. Aber auch
spezifische Protein-Lipid-Wechselwirkungen sind fu¨r viele Prozesse notwendig. Lipide sind
oft Bestandteil von Proteinkomplexen und ko¨nnen dadurch z. B. die Positionierung der
Membranproteine in der Membran bestimmen und die Faltung und Aktivita¨t von integra-
len Membranproteinen beeinflussen [9].
Innerhalb der Biomembran besteht also eine große laterale Heterogenita¨t. Trotz dieser funk-
tionell beno¨tigten Segregation der Proteine muss diese lokal genug sein, damit die Fluidita¨t
der Membran nicht verloren geht. Im Konzept der sogenannten
”
lipid rafts“ die heteroge-
ne Organisation der Membran beru¨cksichtigt.
”
Lipid rafts“ sind Mikrodoma¨nen, die mit
verschiedenen Lipiden und Proteinen angereichert sind. Mittels mikroskopischer Untersu-
chungen wurde die Existenz von
”
lipid rafts“ in vivo nachgewiesen [10, 11]. Die Gro¨ße der
”
lipid rafts“ liegt im Bereich von 10-200 nm [12]. In eukaryotischen Zellen sind ha¨ufig Mem-
branproteine, die Funktionen als Transport- oder Signalproteine haben, in mit Cholesterin
und Sphingolipiden angereicherten
”
lipid rafts“ zu finden [10, 12, 11].
”
Lipid rafts“ wur-
den auch in Bakterien beobachtet, wo ihr Verlust die Biofilmbildung und Proteinsekretion
beeintra¨chtigte [13].
4 Kapitel 1 - Einleitung
1.1.1 Aufbau von bakteriellen Membranen
Bakterielle Membranen unterscheiden sich in ihrer Lipidzusammensetzung (Tabelle 1.1)
grundsa¨tzlich von tierischen Zellmembranen. Letztere enthalten durchschnittlich 50 Mas-
senprozent Cholesterin [14], das ist ein Steroid bestehend aus einer polaren Hydroxidgruppe
und einem hydrophoben polyzyklischen Grundgeru¨st mit einer kurzen Kohlenwasserstoff-
kette. Es erho¨ht die Membrankoha¨sion und mechanische Steifigkeit der Membran [15, 16]
und ist nicht in Bakterien zu finden. Des Weiteren enthalten nach aktuellen Studien nur
etwa 10 % der Bakterien u¨berhaupt Phosphocholin (PC) [17], welches in tierischen Zel-
len das am ha¨ufigsten vorkommende Phospholipid ist. Außerdem besitzen bakterielle ge-
genu¨ber tierischen Plasmamembranen einen hohen Anteil an negativ geladenen Lipiden,
na¨mlich Phosphatylglycerin (PG) und Cardiolipin. Bakterien sind oft abrupten A¨nderun-
gen der Temperatur, Osmolarita¨t oder des pH-Wertes in ihrer extrazellula¨ren Umgebung
ausgesetzt. Bakterien ko¨nnen ihre Lipidzusammensetzung adaptieren, um sich an die jewei-
ligen Bedingungen anzupassen. Die Membranpermeabilita¨t ko¨nnen sie regulieren, indem sie
durch Modifikation oder Neubildung von Seitenketten die Viskosita¨t anpassen. Auch patho-
gene Bakterien a¨ndern ihre Lipidstrukturen, um z. B. ihre Resistenz gegen antimikrobielle
Substanzen zu erho¨hen [18].
PC PE PG CL Sonstige
Tierische Plasmamembran [14] 40 25 - - 35
Gram-negative Bakterien
E. coli [19] - 80 15 - 5
Gram-positive Bakterien
B. subtilis [20] - 30 36 12 22
S. aureus [21] - - 58 42 -
Tabelle 1.1: Phospholipidzusammensetzung verschiedener Zellmembranen. Werte sind fu¨r die Lipi-
de Phosphatidylcholin (PC), Phosphatidylethanolamin (PE), Phosphatidylglycerin (PG) und Car-
diolipin (CL) als Massenprozent des gesamten Phospholipidgehalts angegeben.
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Im Gegensatz zu tierischen Zellen bedarf die Zellmembran der Bakterien einer zusa¨tzli-
chen, extrazellula¨ren Schicht, der Zellwand, die ihnen strukturelle Integrita¨t bietet und die
Membran vor dem Turgordruck, der durch die hohe Protein- und Metabolitkonzentration
im Inneren der Zelle entsteht, schu¨tzt [22]. Die Zellwand unterscheidet sich im Aufbau fu¨r













Abbildung 1.2: Schema der Zellmembran und Zellwand von Gram-positiven und Gram-negativen
Bakterien basierend auf [22]. Gram-positive Bakterien besitzen zum Schutz ihrer Zellmembran eine
dicke Polymerschicht, das Peptidoglykan. In diesem Netzwerk befinden sich Lipoteichonsa¨uren, die
in der Membran verankert sind, und negativ geladene Teichonsa¨uren, die an die Oberfla¨che der
Bakterien ragen. Gram-negative Bakterien besitzen zusa¨tzlich zur Zellmembran eine zweite, die
a¨ußere, Membran. Zwischen den Membranen, im periplasmatischen Raum, befindet sich eine weitaus
du¨nnere Peptidoglykanschicht als bei Gram-negativen Bakterien. In der a¨ußeren Membran finden
sich viele Proteinkana¨le, die Porine. Auf der Innenseite dieser Membran gibt es Lipoproteine, die
die Membran an der Peptidoglykanschicht befestigen. Die a¨ußere Schicht besteht hauptsa¨chlich aus
negativ geladenen Lipopolysacchariden.
Gram-positive Bakterien wie Bacillus subtilis oder Staphylococcus aureus besitzen eine Zell-
wand aus einem Peptidoglykannetzwerk mit einer Dicke von 30-100 nm [22]. Diese Schicht
ist mit weiteren Zuckerpolymeren angereichert, den Teichonsa¨uren und Lipoteichonsa¨uren.
Teichonsa¨uren spielen eine entscheidende Rolle fu¨r die Bewahrung der Zellform, die Regu-
lation der Zellteilung und andere Aspekte der Zellphysiologie. Sie sind außerdem wichtig
fu¨r die Resistenz gegen Antibiotika [23]. Die genaue Funktion von Lipoteichonsa¨uren ist
noch nicht bekannt, allerdings zeigen defiziente Mutanten bedeutende Defekte in Wachstum
und Physiologie [24]. Gram-negative Bakterien wie Escherichia coli besitzen dagegen eine
wesentlich du¨nnere Peptidoglykanschicht von nur wenigen Nanometern Dicke [22], die aber
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noch von einer zweiten, der a¨ußeren, Membran umschlossen ist. Die Außenseite dieser Mem-
bran entha¨lt hauptsa¨chlich Lipopolysaccharide. Sowohl die Oberfla¨che von Gram-negativen
als auch von Gram-positiven Bakterien besitzt eine negative Gesamtladung, die durch die
negativ geladenen Teichonsa¨uren und Lipopolysaccharide an der Bakterienoberfla¨che her-
vorgerufen wird.
Die Biosynthese der Zellwand ist ein sehr komplexer, dynamischer und hoch regulierter Pro-
zess. Die Reaktion ist entscheidend fu¨r eine ordnungsgema¨ße und koordinierte Fortsetzung
des Zellzyklus und erfordert die lokalisierte Selbstorganisation von Multiproteinkomple-
xen an der Zellmembran. Damit dient die Membran nicht nur der Separation und dem
Schutz der Zelle, sondern auch als Reaktionsoberfla¨che [22]. Die Zellwandbiosynthese ist
schematisch in Abbildung 1.3 gezeigt. Das lo¨sliche Vorla¨ufermoleku¨l der Peptidoglykanein-
heit, UDP-N -Acetylmuraminsa¨ure-Pentapeptid (UDP-MurNAc), wird durch die sequenti-
elle Reaktion der MurA bis MurF Enzyme hergestellt. An der Membran wird UDP-MurNAc
durch MraY auf den Lipidanker Baktoprenolphosphat (C55-P) u¨bertragen, sodass Lipid I
entsteht. MurG koppelt daraufhin UDP-N -Acetylglucosamin (UDP-GlcNAc) an die Kopf-
gruppe von Lipid I, wodurch Lipid II entsteht. In Staphylococcus aureus wird Lipid II weiter
modifiziert, indem fu¨nf Glycinmoleku¨le durch Katalyse der FemXAB Enzyme an die Lysin-
gruppe des Lipid II-Moleku¨ls gekoppelt werden. Diese Interpeptidbru¨cken kommen in den
meisten Gram-positiven Bakterien vor, ko¨nnen aber in La¨nge und Zusammensetzung vari-
ieren. Schließlich wird Lipid II durch einen unbekannten Mechanismus u¨ber die Membran
auf die extrazellula¨re Seite transportiert. Es gibt aber Hinweise, dass das essentielle Zell-
teilungsprotein FtsW [25] den Transport katalysiert. Auf der a¨ußeren Seite der Membran
wird der Einbau der Peptidoglykaneinheiten durch Penicillin-bindende Proteine (PBPs)
mittels Transglykosidierungs- und Transpeptidierungsreaktionen kontrolliert. Der verblei-
bende Lipidanker C55-PP wird zu dem Monophosphat C55-P dephosphoryliert und zuru¨ck
auf die zytosolische Seite der Membran transportiert, um dort einen neuen Synthesezyklus
zu starten.



































Abbildung 1.3: Schema des Zellwandbiosynthesezyklus in S. aureus. Modifiziert nach [26]. Im Zy-
toplasma wird zuna¨chst Uridindiphosphat (UDP)-N -Acetylglucosamin in mehreren Schritten, die
durch die Enzyme MurA-MurF und einer D-Alanyl-D-alanyl-Ligase katalysiert werden, zu UDP-
N -Acetylmuraminsa¨urepentapeptid umgewandelt. Dieses wird in membranassoziierten Reaktionen
zuna¨chst durch Kopplung an Baktoprenol zu Lipid I und dann weiter zu Lipid II umgewandelt.
Im Fall von S. aureus wird durch FemABX Enzyme ein Pentapeptid aus Glycinmoleku¨len an die
Lysingruppe des Lipid II-Moleku¨ls gekoppelt. Die Translokation von Lipid II durch die Membran er-
folgt durch einen Mechanismus, der noch nicht vollsta¨ndig aufgekla¨rt ist, an dem aber das integrale
Membranprotein FtsW, ein essentielles Zellteilungsprotein, beteiligt ist [25]. Auf der Außenseite der
Bakterienmembran wird die Peptidoglykaneinheit von Penicillin-Bindeproteinen durch Transgly-
kosidierung und Transpeptidierung in das Peptidoglykannetzwerk eingebaut. Das zuru¨ckbleibende
Tra¨gerlipid, C55-PP, wird zum Monophosphat, C55-P, dephosphoryliert und wieder auf die zytoso-
lische Seite transpotiert, um einen neuen Synthesezyklus zu starten.
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1.1.2 Unilamellare Riesenvesikel als Modellsystem
Da natu¨rliche Biomembranen eine fundamentale Rolle fu¨r die Funktionalita¨t von Zellen ha-
ben, aber gleichzeitig sehr komplex sind, wurden verschiedenste Modellsysteme entwickelt.
Durch solche Modellsysteme ist es mo¨glich, die Rolle individueller Komponenten gezielt zu
untersuchen und die Organisation und Dynamik eines solchen Systems unter definierten
Bedingungen zu analysieren. Die meisten Systeme beruhen auf der Pra¨paration einer Li-
piddoppelschicht und, je nach Experiment, anschließender Rekonstitution einzelner Prote-
inspezies. Meist wird eine im Vergleich zu Biomembranen weniger komplexe Lipidmischung
verwendet. Es ko¨nnen aber auch fu¨r die Pra¨paration von Modellmembranen Fragmente aus
Zellmembranen verwendet werden [27].
Lipiddoppelschichten als vereinfachtes Modell einer biologischen Membran lassen sich rela-
tiv leicht und kontrolliert pra¨parieren. Besonders ha¨ufig werden Vesikel verwendet, deren
Durchmesser von ≈ 15-20 nm (sehr kleine unilamellare Vesikel, very small unilamellar ve-
sicles, VSUVs [28]) bis zu 10-100 µm (unilamellare Riesenvesikel, giant unilamellar vesicles,
GUVs [29]) reichen ko¨nnen. Andere Modellsysteme sind planare Lipiddoppelschichten, die
auf diversen Substraten wie Glas, Gold oder polymerbeschichteten Oberfla¨chen [30, 31]
verankert werden ko¨nnen, und sogenannte Bizellen [32], typischerweise bestehend aus zwei
Lipidspezies, von denen die eine die flache Lipiddoppelschicht und die andere eine mizel-
lenartige Begrenzung bildet (Abbildung 1.4 A).
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Abbildung 1.4: In (A) sind schematisch verschiedene Modellmembransysteme gezeigt: Vesikel, pla-
nare Lipiddoppelschichten und Bizellen. (B) stellt schematisch die Elektroformation zur Pra¨paration
von Riesenvesikeln dar. Durch Anlegen einer Wechselspannung wird der Lipidfilm in Schwingungen
versetzt, bis sich die Vesikel von dem halbleiterbeschichteten Deckglas ablo¨sen.
GUVs eignen sich aus verschiedenen Gru¨nden besonders gut als Modellsystem. Ein Vor-
teil dieses Modellsystems liegt darin, dass im Gegensatz zu planaren Lipiddoppelschich-
ten freistehende Membranen untersucht werden ko¨nnen, deren Eigenschaften nicht durch
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ein Substrat beeinflusst werden. So konnten physikochemische wie z. B. strukturelle, me-
chanische und elastische Eigenschaften der Lipiddoppelschicht charakterisiert werden. Ein
weiterer, wesentlicher Vorteil besteht in ihrer Gro¨ße. Dadurch ist es problemlos mo¨glich,
einzelne Vesikel zu analysieren und damit eine Heterogenita¨t in Form, Gro¨ße und Multi-
lamellarita¨t, wie sie in Ensemblemessungen vorkommt, auszuschließen. Außerdem sind die
Dimensionen der GUVs deutlich gro¨ßer als das intrinsische Auflo¨sungsvermo¨gen der opti-
schen Mikroskopie (lateral ca. 250 nm im Bereich des sichtbaren Lichts), so dass diverse
Methoden der Fluoreszenzmikroskopie zur Untersuchung der strukturellen und dynami-
schen Eigenschaften eingesetzt werden konnten. Gro¨ße und Topologie der GUVs ero¨ffnen




Zur Pra¨paration der GUVs werden vorwiegend zwei verschiedene Methoden verwendet:
die Hydratation [34] und die Elektroformation [29] von Lipidfilmen. Bei der Hydratation
wird ein getrockneter Lipidfilm fu¨r la¨ngere Zeit (bis zu 24 Stunden) einer elektrolytfreien,
wa¨ssrigen Lo¨sung bei Temperaturen u¨ber der Phasenu¨bergangstemperatur ausgesetzt. Die
Pra¨paration mittels Elektroformation hat den Vorteil, dass die Gro¨ßenverteilung der GUVs
(5-100 µM im Durchmesser) homogener ist als bei der Hydratation [35]. Es wird dafu¨r al-
lerdings die Konstruktion einer speziellen Kammer, die aus zwei Elektroden und einem
Spannungsgenerator besteht, beno¨tigt. In dieser Arbeit wurde die Methode der Elektrofor-
mation zur GUV-Pra¨paration gewa¨hlt. Als Elektroden wurden mit dem Halbleitermaterial
Indiumzinnoxid (indium tin oxide, ITO) beschichtete Deckgla¨ser eingesetzt (Abbildung 1.4
B); oft werden aber auch Platindra¨hte gebraucht. Das Schwellen eines Lipidfilms und die
dadurch hervorgerufene Vesikelbildung wird bei der Elektroformation durch ein elektrisches
Wechselfeld mit geringer Spannung und niedriger Frequenz induziert [29]. Der Durchmes-
ser der entstehenden GUVs ha¨ngt stark von der verwendeten Lipidmischung, dem Medium
und den Wechselfeldparametern ab. Die Wechselfeldparameter bestimmen die Amplitude
der elektroosmotischen Vibrationen und damit auch die Membranspannung der GUVs bei
ihrer Bildung [36].
Der Mechanismus der Elektroformation ist noch nicht vollsta¨ndig verstanden, aber ver-
schiedene Effekte des a¨ußeren elektrischen Felds auf das Schwellen des Lipidfilms und die
Bildung der Vesikel wurden vermutet. Die periodische, elektroosmotische Bewegung des
wa¨ssrigen Mediums an der Wasser-Elektroden-Grenzfla¨che verursacht Schwingungen senk-
recht zu der Elektrodenoberfla¨che, auf der sich der Lipidfilm befindet. Diese Schwingungen
ziehen Lipidlamellen von der Elektrode, was ihr Wachstum und eine Separation der Li-
pidschichten bewirkt. Versta¨rkt durch die elektroosmotischen Schwingungen kommt es zu
einer Fusion von kleinen, benachbarten Vesikeln zu gro¨ßeren Vesikeln [37]. Die spha¨rischen,
großen Vesikel lo¨sen sich dann nach einigen Minuten bis zu mehreren Stunden von der
Oberfla¨che und diffundieren in die Lo¨sung.
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Der Nachteil dieser Methode besteht darin, dass die Ausbeute und Gro¨ße der GUVs mit
zunehmender Salzkonzentration in der wa¨ssrigen Lo¨sung stark sinkt [35]. Ebenso sind GUVs
aus zylinderfo¨rmigen, neutralen Phospholipiden (PC) stabiler als aus kegelfo¨rmigen (PE)
oder negativ geladenen (PG oder PS) Phospholipiden. Diese Lipide ko¨nnen nur bis zu einem
bestimmten Anteil eingebaut werden [38]. Die Effizienz der Vesikelbildung kann dagegen
durch die Zugabe von Zuckern wie z. B. Saccharose oder Glucose gesteigert werden [39].
Mittlerweile existieren relativ viele Methoden, um Proteine in GUV-Membranen zu rekon-
stituieren. Eine pra¨parativ einfache und die fu¨r die Funktionalita¨t der Proteine schonendste
Methode ist die Herstellung von GUVs durch Elektroformation in Gegenwart von Deter-
genzien. Die detergenzienhaltige GUV-Membran ist durchla¨ssig fu¨r Salze und ermo¨glicht
die Einstellung von physiologischen Pufferbedingungen. Die in Detergenzmizellen aufge-
reinigten Proteine ko¨nnen direkt in die Membran rekonstituiert und die Detergenzien an-
schließend aus der Membran entfernt werden [40]. Alternativ ko¨nnen durch Behandlung
mit polaren organischen Lo¨sungsmitteln aus der Plasmamembran von Zellen Riesenvesikel
geformt werden [41].
Die Anwendungen fu¨r GUVs sind a¨ußert vielfa¨ltig und sehr ha¨ufig werden mikroskopische
Methoden eingesetzt (Abbildung 1.5). Zuna¨chst wurden in den 80er Jahren mikromechani-
sche Methoden verwendet, um durch gezielte Deformation die Elastizita¨t und den Reißwi-
derstand in Abha¨ngigkeit der Lipidzusammensetzung zu messen [42]. Ende der 90er Jahre
wurden dann fluoreszenzmikroskopische und -spektroskopische Methoden eingesetzt, um die
laterale Struktur der Membran zu beobachten. Die Sta¨rke dieser Methoden liegt in ihrer
Sensitivita¨t und der Verfu¨gbarkeit ortsaufgelo¨ster Informationen u¨ber die Umgebung der
membranintegrierten Fluoreszenzmarker. Dabei wurden je nach Anwendung verschiedene
Arten von Fluoreszenzfarbstoffen eingesetzt. Zu einer Gruppe geho¨ren amphiphile Deri-
vate von Rhodaminen, Fluoresceinen und Dialkylcarbocyanen (DiD, DiI, DiO), die sich
in bestimmte Regionen der Membran einordnen. Diese wurden als Indikator verwendet,
um Lipidphasen in GUVs bei verschiedenen Temperaturen und Lipidzusammensetzungen
abzubilden und Phasendiagramme zu erstellen [43]. Eine zweite Gruppe an Fluoreszenz-
markern zeigt eine A¨nderung ihrer spektroskopischen Eigenschaften wie der Lebenszeit
oder des Emissionsmaximums in Abha¨ngigkeit ihrer molekularen Umgebung. Diese Infor-
mation kann ebenfalls zur Untersuchung von Lipiddoma¨nen eingesetzt werden [44]. Eine
dritte Gruppe von Fluoreszenzmarkern wird besonders fu¨r einzelmoleku¨lsensitive Methoden
gebraucht, fu¨r die eine hohe Photostabilita¨t und Helligkeit der Farbstoffe wichtig ist. Farb-
stoffe, die diese Anforderungen erfu¨llen, sind meistens relativ groß (> 1 kDa) und werden
deshalb u¨ber das prima¨re Amin an die Kopfgruppe von Phosphoethanol (PE)-Lipiden ge-
koppelt. Mittels Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie oder Einzelmoleku¨lverfolgung kann
z. B. die Diffusion dieser Marker analysiert werden, was damit Schlu¨sse u¨ber die laterale
Packung in einer bestimmten Membranregion zula¨sst [45, 46].
























Abbildung 1.5: Experimentelle Verwendung von GUVs zur Untersuchung von Membraneigen-
schaften und -interaktionen. Die Abbildungen zeigen im Uhrzeigersinn links oben startend: die
Analyse von mechanischen Membraneigenschaften [47], die passive Diffusion von Polymeren aus den
Vesikeln [48], die Messung von Lipidmobilita¨ten durch Einzelmoleku¨lverfolgung [38], die Doma¨nen-
bildung in terna¨ren Lipidmischungen [43], die Beobachtung spontaner Formumwandlungen [49] und
die zeitabha¨ngige Bindung des zellpenetrierenden Tat-Peptids [38].
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GUVs werden außerdem verwendet, um spezifisch und systematisch Interaktionen zwischen
der Lipidmembran und DNA, (antimikrobiellen) Peptiden und Proteinen zu beobachten,
wobei sowohl die Membran als auch die adsorbierten Moleku¨le fluoreszenzmarkiert werden
ko¨nnen. Aufgrund ihrer Gro¨ße ist es auch mo¨glich, mittels eines optischen Schnitts durch
den A¨quator der Vesikel die Translokation von fluoreszenzmarkierten Moleku¨len u¨ber die
Membran zu verfolgen. Dieses Prinzip wurde genutzt, um die passive Diffusion von Po-
lymeren aus den GUVs [50] zu untersuchen und die Permeabilisierungsmechanismen von
membranaktiven Peptiden [51, 52] aufzukla¨ren.
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1.2 Physikalische Eigenschaften von Lipiddoppelschichten
1.2.1 Laterale Diffusion von Membranpartikeln
Lipiddoppelschichten sind hochdynamisch. So finden auf verschiedenen Zeit- und La¨ngen-
skalen Prozesse wie Moleku¨lschwingungen, gauche-trans Isomerisierungen der Lipidketten,
Rotations- und laterale Diffusion sowie transversale Bewegungen der Lipide und Undu-
lationen der Membran statt (Abbildung 1.6). Innerhalb der Lipiddoppelschicht herrschen
drei Diffusionsmodi vor: Rotation sowie transversale und laterale Diffusion. Bei der Ro-
tationsbewegung drehen sich die Lipide um ihre Achse, wodurch ihre Interaktion mit den
na¨chsten Nachbarn beeinflusst wird, sich ihre Position in der Membran aber nicht a¨ndert.
Als transversale Diffusion, auch
”
flip-flop“ genannt, wird der Austausch von Lipidmoleku¨len
zwischen den beiden Schichten der Modellmembran bezeichnet. Laterale Diffusion entsteht,
wenn die Lipide aufgrund der Brownschen Molekularbewegung die Pla¨tze mit ihren Nach-
barn tauschen und sich auf diese Art durch die Doppelschicht bewegen.
Flip-Flop 10-3-104 s
Undulation 10-6-1 s










Abbildung 1.6: Dynamische Prozesse in der Lipiddoppelschicht. Auf verschiedenen Zeitskalen
finden unterschiedliche Bewegungen statt: molekulare Bewegungen (Moleku¨lschwingungen, gauche-
trans Isomerisierungen), Bewegungen der Lipide (Rotation, laterale Diffusion,
”
flip-flop“) und der
Lipiddoppelschicht (Undulationen, Protusionen). Abbildung u¨bernommen aus [53].
Mehrere Faktoren beeinflussen die Lipiddynamik: Hydratation, Temperatur und Druck
sowie die Struktur der beteiligten Lipidspezies. Davon abha¨ngig ko¨nnen Lipide in der Li-
piddoppelschicht in verschiedenen Phasen vorliegen. Besonders deutlich wird der Einfluss
des Phasenverhaltens auf die Lipidmobilita¨t am Beispiel der A¨nderung der lateralen Diffu-
sion beim U¨bergang von der Gelphase zur flu¨ssigen Phase. In der Gelphase sind die Lipide
nahezu immobil, wa¨hrend in der flu¨ssigen Phase die thermische Energie genu¨gt, damit
die Lipide sehr schnell (≈ 10−7 s) ihre Pla¨tze mit den Nachbarn tauschen und auf einem
”
random walk“ durch die Membran diffundieren.
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Jede Lipidspezies besitzt eine spezifische Phasenu¨bergangstemperatur. Diese wird vor al-
lem durch Van-der-Waals Kra¨fte zwischen den Moleku¨len bestimmt. Dabei spielen sowohl
die La¨nge der Lipide als auch ihre Konformation eine Rolle. Je la¨nger die hydrophobe Al-
kylkette der Lipide ist, desto gro¨ßer sind die attraktiven Van-der-Waals Kra¨fte aufgrund
der gro¨ßeren Interaktionsfla¨che. Enthalten die Ketten dagegen eine oder mehrere Doppel-
bindungen, fu¨hrt das zu einem Knick in der Kette, so dass die Ordnung der Lipidpackung
gesto¨rt wird. Dadurch entsteht freier Raum, wodurch die benachbarten Ketten u¨ber zusa¨tz-
liche Flexibilita¨t verfu¨gen.
Die laterale Diffusion von Lipiden sowie integralen und peripheren Membranproteinen ist
in Zellmembranen ein wichtiger Faktor, um funktionale Prozesse zu kontrollieren [54, 55].
Es gibt verschiedene theoretische Modelle, um laterale Diffusionsprozesse in Membranen
zu beschreiben.
Auf Grundlage der Theorie des freien Volumens [56, 57] wurde die Theorie der freien Fla¨che
fu¨r zweidimensionale Systeme [58, 59, 60, 61] entwickelt. Mittels dieser Theorie la¨sst sich
die Lipiddiffusion in flu¨ssig-kristallinen Lipiddoppelschichten quantitativ beschreiben. Sie
besagt, dass ein Partikel gleicher Gro¨ße wie die umgebenden Moleku¨le nur dann in einer
Schicht diffundieren kann, wenn eine Fla¨che, die gro¨ßer ist als ein kritischer Wert, neben ihm
frei wird. Freie Fla¨chen, die kleiner als der kritische Wert sind, tragen nicht zur Diffusion
bei und das Problem wird darauf reduziert, den Beitrag des Systems zur freien Fla¨che zu
bestimmen. Als Lo¨sung dieses Problems ergibt sich fu¨r den Diffusionskoeffizienten:









mit dem pra¨exponentiellen Faktor D
′
, der von der gaskinetischen Geschwindigkeit abha¨ngt
und unterschiedlich definiert werden kann [56, 59, 60, 61], dem geometrischen Faktor γ, der
den U¨berlapp der freien Fla¨chen korrigiert, der kritischen Fla¨che a∗, der mittleren, freien
Fla¨che af , der Aktivierungsenergie Ea, der Boltzmann-Konstante kB und der Temperatur
T. Die Aktivierungsenergie ha¨ngt fu¨r eine Lipiddoppelschicht von der Wechselwirkung der
Lipidmoleku¨le mit ihren Nachbarn, der Wechselwirkung mit der angrenzenden Flu¨ssigkeit
und der Energie ab, die beno¨tigt wird, um eine Lu¨cke neben dem diffundierenden Partikel
zu erzeugen [61].
Die Diffusion von Membranpartikeln innerhalb einer Lipiddoppelschicht la¨sst sich auch
mit hydrodynamischen Theorien beschreiben. Diese Theorien lassen sich im Gegensatz zur
Theorie der freien Fla¨che auch auf gro¨ßere Partikel wie Membranproteine anwenden. Hier
wird die Begrenztheit der molekularen Lipidstruktur ignoriert und die Lipiddoppelschicht
als zweidimensionales Kontinuum angesehen. Das erste Modell dieser Art wurde von Saff-
man und Delbru¨ck entwickelt [62]. Es gibt eine gena¨herte Lo¨sung des hydrodynamischen
Problems der laterale Bewegung eines zylinderfo¨rmigen Membranpartikels an, wenn die
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Membranschicht auf beiden Seiten von einer viskosen Flu¨ssigkeit umgeben ist. Unter der
Bedingung, dass die Membranviskosita¨t sehr viel ho¨her als die Viskosita¨t der Umgebung
ist, sagt dieses Modell eine logarithmische Abha¨ngigkeit des Diffusionskoeffizienten von der











mit der Membrandicke h, der Membranviskosita¨t µm, der Viskosita¨t der umgebenden
Flu¨ssigkeit µw, dem Partikelradius R und Eulerkonstante γ = 0,577215. Allerdings ist
die Gu¨ltigkeit dieses Modells auf einen bestimmten Gro¨ßenbereich der Membranpartikel
begrenzt (Abbildung 1.7). Es gilt nur fu¨r Membranpartikel, die klein gegenu¨ber der charak-
teristischen La¨ngenskala l = h·µmµw [63] sind, die typischerweise im Bereich von 500 nm liegt.
Trotzdem findet das Modell bis heute bei sehr vielen Membranstudien seine Anwendung
und wurde durch einige in vitro Experimente, in denen die Diffusion von Transmembran-
proteinen gemessen wurde, besta¨tigt [64].
Allerdings verliert das Modell seine Gu¨ltigkeit, wenn die diffundierenden Objekte deutlich
gro¨ßer als Membranproteine sind. Aufgrund ihrer Ausdehnung konnten sowohl experimen-
telle [65] als auch simulierte [66] Daten der Diffusion von Membrandoma¨nen nicht mit
dem Saffman-Delbru¨ck-Modell beschrieben werden. Ein Modell, das die Diffusion von Par-
tikeln beliebiger Radien und Viskosita¨ten (sowohl der Membran als auch der umgebenden
Flu¨ssigkeit) beschreibt, wurde von Hughes, Pailthorpe und White entwickelt [63] (Abbil-
dung 1.7). Seine praktische Anwendung wurde allerdings durch komplizierte, numerische
Berechnungen verhindert. Petrov und Schwille entwickelten als Lo¨sung dieses Problems







































mit dem reduzierten Radius  =
Rµw
µmh
und den Konstanten c1 = 0,73761, b1 = 2,74819,
c2 = 0,52119 und b2 = 0,61465. Diese Gleichung ist eine sehr gute Na¨herung des Hughes-
Pailthorpe-White Modells (Abbildung 1.7). Damit ist es mo¨glich, gemessenen Diffusions-
koeffizienten entsprechende Partikelgro¨ßen und Membranviskosita¨ten u¨ber einen großen
Bereich zuzuordnen.
Mo¨glicherweise mu¨ssen aber neben den Viskosita¨ten der umgebenden Flu¨ssigkeit sowie der
Membran, ihrer Dicke und dem Partikelradius noch weitere Faktoren einbezogen werden,
um die Diffusion von Proteinen in Modellmembranen vollsta¨ndig beschreiben zu ko¨nnen. Es

































Abbildung 1.7: Theoretische Modelle fu¨r die laterale Membrandiffusion. Modifizierte Abbildung
von Petrov und Schwille [67]. Die Abbildung gibt die Abha¨ngigkeit der reduzierten Mobilita¨t vom
Partikelradius an. Die gestrichelte Linie zeigt die Kurve nach dem Saffman-Delbru¨ck-Modell, die
Kreise den Verlauf fu¨r das Hughes-Pailthorpe-White-Modell und die durchgezogene Linie die Na¨he-
rung durch Petrov und Schwille. Deren analytischer Ausdruck stimmt sehr gut mit dem Verlauf
des Hughes-Pailthorpe-White (HPW)-Modells u¨berein, das die beste Beschreibung fu¨r die Diffusion
eines zylinderfo¨rmigen Partikels in einer fluiden Membranschicht mit angrenzenden Flu¨ssigkeiten
liefert.
wurde na¨mlich in Einzelmoleku¨lverfolgungsexperimenten gezeigt, dass die Proteindiffusion
auch von einem Zusammenspiel aus Membrankru¨mmung, Membranspannung und Protein-
form abha¨ngt [68]. Die Autoren fu¨hren zur Erkla¨rung an, dass durch die vom Protein lokal
induzierte Membrandeformation eine effektive Reibung entsteht.
1.2.2 Kru¨mmung und Deformation
Die Elastizita¨t von Membranen ist ein entscheidender Faktor fu¨r die Zellmorphologie. Sie
ist eine Eigenschaft, die bei Prozessen notwendig ist, bei denen die Form der Membran
neu angepasst werden muss. Beispiele dafu¨r sind die Zellteilung und das Zellwachstum.
Aber auch zellinterne Funktionen wie der Vesikeltransport im Golgiapparat [69] und die
Signalu¨bertragung in Neuronen [70] erfordern die Deformation der Membran durch ein
abgestimmtes Wechselspiel zwischen Lipiden und Proteinen.
Die Struktur, Dynamik und Stabilita¨t von Lipiddoppelschichten werden von thermodyna-
mischen Kra¨ften kontrolliert. Eine selbstorganisierte Lipiddoppelschicht kann frei expan-
dieren oder sich zusammenziehen, bis die Freie Energie minimiert wird. Das Minimum der
Freien Energie, welches das Gleichgewicht der Lipiddoppelschicht bestimmt, entsteht durch
eine Balance zwischen entgegengesetzten Kra¨ften innerhalb der Schicht. Ist das mechanische
Gleichgewicht erreicht, ist die Summe der Kra¨fte, die in der Lipiddoppelschicht wirken (die
lateralen Dru¨cke), gleich Null. Der große Energieaufwand, der durch den Kontakt zwischen
hydrophoben Seitenketten und Wassermoleku¨len entsteht, fu¨hrt zu einer Grenzfla¨chenspan-
nung. Eine Mo¨glichkeit, diese zu verringern, wa¨re die vollsta¨ndig gestreckte Ausrichtung der
1.2 Physikalische Eigenschaften von Lipiddoppelschichten 17
Lipidseitenketten, damit die Interaktionsfla¨chen mit den Wassermoleku¨len minimiert und
die van-der-Waals-Wechselwirkungen zwischen den Seitenketten versta¨rkt werden. Einer
solchen Ausrichtung wirkt aber die Konformationsentropie der Seitenketten (und Kopf-
gruppen) entgegen. Diese entgegengesetzten Energiebeitra¨ge fu¨hren zu einem Profil der
lateralen Dru¨cke in der Lipiddoppelschicht wie in Abbildung 1.8 A gezeigt. Das laterale
Druckprofil wird stark durch Variationen der Lipidzusammensetzung, z. B. den Zusatz von









Abbildung 1.8: Abbildung (A) zeigt das laterale Druckprofil einer Doppelschicht aus Phospholipi-
den entlang der Membrannormalen [71]. In der Kopfgruppenregion und im Inneren der Lipiddoppel-
schicht entstehen repulsive Kra¨fte durch Entropieeffekte. An der Grenzfla¨che zwischen Seitenketten
und Kopfgruppen wirken dagegen attraktive Kra¨fte, die durch die Verringerung der Interaktions-
fla¨che zwischen den Seitenketten und Wassermoleku¨len entstehen. In Abbildung (B) sind Lipidmo-
noschichten mit positiver Kru¨mmung (oben), ohne Kru¨mmung (Mitte) und negativer Kru¨mmung
(unten) gezeigt. Die Kru¨mmung wird durch die Form der Lipidmoleku¨le bestimmt.
Herrscht eine Asymmetrie zwischen den beiden Schichten der Lipiddoppelschicht, entweder
durch eine unterschiedliche Anzahl an Lipiden oder eine unterschiedliche Form der Lipide,
kommt es zu einer Kru¨mmung der Membran. Dabei wird das Biegemoment durch das
laterale Druckprofil bestimmt. Denn durch das Kru¨mmen der Membran wird vor allem der
laterale Druck in der Kopfgruppenregion der einen Schicht vermindert, bis die Summe der
lateralen Dru¨cke wieder gleich Null ist [72].
Charakteristisch fu¨r jede Lipidspezies ist die spezifische, intrinsische Kru¨mmung C0, die
sie abha¨ngig von ihrer Form in Monoschichten ausbilden (Abbildung 1.8 B). Diese in-
trinsische (oder spontane) Kru¨mmung bestimmt, in welcher Phase (hexagonal, lamellar
etc.) die Lipide bevorzugt vorliegen. Es ist deshalb mo¨glich, das Phasenverhalten von Li-
piden durch einen einfachen geometrischen Parameter zu beschreiben, den sogenannten
Israelachvili–Mitchell–Ninham-Packungsparameter P = Va·l mit dem molekularen Volumen
V, der Querschnittsfla¨che der Kopfgruppe a und der Moleku¨lla¨nge l [73]. Die Variation der
Lipidzusammensetzung ist fu¨r Zellen ein entscheidender Parameter, um die Struktur und
Funktion von Membranproteinen zu regulieren, da sich die Lipidform auf das Phasenver-
halten und die Kru¨mmung der Membran auswirkt [74].
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Umgekehrt ko¨nnen Proteine die Kru¨mmung der Membran beeinflussen, indem sie Kra¨fte
auf die Membran ausu¨ben z. B. Zug- oder Biegekra¨fte. Diese ko¨nnen in Zellen oder Vesi-
keln zu einer Deformation der Membran fu¨hren, sodass sich kleine Vesikel abschnu¨ren und
Ro¨hrchen bilden. Fu¨r solche Prozesse finden sich viele Beispiele, das bekannteste ist wahr-
scheinlich der kontrollierte Vesikeltransport durch Proteinbeschichtungen (
”
protein coats“).
Die dabei beno¨tigten Biegekra¨fte entstehen durch die asymmetrische Adsorption von Prote-
inen. Durch Untersuchungen an Riesenvesikeln ist aber auch bekannt, dass die Adsorption
von anderen Moleku¨len eine lokale Deformation der Membran bewirken kann. So erho¨hten
verankerte Polymere die Membrankru¨mmung bis zu einer Vesikelabschnu¨rung [75]. Auch
antimikrobielle Peptide wie Melittin induzierten eine Vesikelabschnu¨rung [76].
Allgemein ist der Prozess der lokalen Membrandeformation durch die Adsorption von Par-
tikeln in Abbildung 1.9 dargestellt. Man kann diesen Prozess in drei Schritte einteilen: 1. die
Adsorption von Partikeln, die durch die Bindungskonstante bestimmt wird, 2. die (diffusi-
onskontrollierte) Doma¨nenbildung durch Aggregation der Partikel und 3. die Membrande-
formation ab einer bestimmten Doma¨nengro¨ße, die von der Anzahl der lokal akkumulierten
Partikel abha¨ngt [77].
Abbildung 1.9: Die Abbildung zeigt schematisch die Adsorption von Partikeln an eine Lipiddop-
pelschicht, ihre diffusionsgesteuerte Aggregation und die lokale Deformation der Membran durch Ve-
sikelknospung oder Ro¨hrchenbildung. Die flache Lipiddoppelschicht separiert die innere und a¨ußere
Flu¨ssigkeit. Nur in der a¨ußeren Flu¨ssigkeit sind Partikel enthalten, die an die Membran adsorbieren
ko¨nnen. Die Bindungskonstante wird durch die Adsorptions- und Desorptionsraten kon und koff
bestimmt. Gleichzeitig aggregieren die adsorbierten Partikel zu Doma¨nen, die ab einem bestimmten
Radius, also einer bestimmten Zahl an Partikeln, zu einer Membrandeformation fu¨hren. Abbildung
nach [77].
Die Bindung an die Membran wird durch viele verschiedene, molekulare Wechselwirkungen
zwischen den Partikeln und der Membran bestimmt. Interessant ist aber, dass auch die
lokale Kru¨mmung der Membran selbst die Bindung von bestimmten Partikeln unterstu¨tzen
kann. Amphipatische α-Helices binden durch Insertion ihrer hydrophoben Doma¨ne in die
Lipiddoppelschicht an die Membran. Dieser Prozess wird bei einer positiven Kru¨mmung
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der Membran begu¨nstigt, da der hydrophobe Teil der Membran besser zuga¨nglich wird.
Amphipatische α-Helices sind deshalb ein Strukturmotiv, das mit der Erkennung von Mem-
brankru¨mmung verbunden wird [78].
Die darauffolgende Aggregation der Partikel kann unterschiedliche Ursachen haben, eini-
ge davon sind: unspezifische Wechselwirkungen wie elektrostatische Anziehungen, spezifi-
sche Wechselwirkungen wie Salzbru¨cken und Wasserstoffbru¨ckenbindungen, eine lokale Be-
grenzung der Bindung und Mobilita¨t durch Lipiddoma¨nen [79] oder die U¨berwindung der
Translationsentropie durch membranassoziierte Interaktionsenergien [80]. Diese membran-
vermittelten, indirekten Wechselwirkungen entstehen durch eine A¨nderung der lateralen
Dru¨cke und der Membranelastizita¨t bei der Adsorption und (teilweisen) Insertion [80] und
ko¨nnen auch kru¨mmungsinduziert sein [81].
Zu der mechanistischen Ursache der Membrandeformation gibt es verschiedene Erkla¨rungs-
ansa¨tze. Die Insertion von amphipatischen Partikeln verursacht abha¨ngig von der Tiefe ihres
Eindringens eine asymmetrische Perturbation in den beiden Einzelschichten der Membran.
Solch eine Asymmetrie kann nach dem Lipiddoppelschicht-Kopplungs-Modell [82] eine Mo-
dulation der Membranform nach sich ziehen, weil durch die Partikeladsorption die betroffe-
ne Schicht der Membran relativ zu der anderen Schicht schnell expandiert. Wa¨hrenddessen
bleibt aber der Kontakt zwischen den Schichten durch Van-der-Waals-Wechselwirkungen
bestehen. Die Minimierung der Biegeenergie, um den vera¨nderten lateralen Druck auszu-
gleichen, resultiert dann in einer A¨nderung der Membrankru¨mmung. Ein weiterer Mecha-
nismus besteht in der U¨bertragung der gekru¨mmten Form der adsorbierten Moleku¨le oder
Moleku¨laggregate auf die Membran, wodurch die adsorbierten Moleku¨le wie ein Templat
wirken. Die adsorbierten Moleku¨le mu¨ssen dafu¨r eine genu¨gend große Steifigkeit besitzen,
um zu verhindern, dass die Membran wieder in den Zustand ihrer spontanen Kru¨mmung
relaxiert. Außerdem mu¨ssen die Moleku¨l-Membran-Wechselwirkungsenergien die Biegeener-
gie der Membran kompensieren [83].
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1.3 Antimikrobielle Peptide
Antimikrobielle Peptide (antimicrobial peptides, AMPs) besitzen eine breite antimikrobielle
Aktivita¨t gegen Bakterien, Viren und Pilze. Deswegen verfu¨gen sie u¨ber ein hervorragendes
Potenzial als Antibiotika.
Die antimikrobielle Aktivita¨t von bestimmten Substanzen wurde zum ersten Mal 1896
beschrieben, als in Weizenmehl eine Substanz nachgewiesen wurde, die letal fu¨r Brothefe
war [84]. Besonders bekannte Beispiele von Substanzen mit antimikrobieller Aktivita¨t sind
zum einen das Lysozym, das Ende der 1920er Jahre von Alexander Fleming identifiziert
wurde und die Zellwand von Bakterien enzymatisch zersto¨rt [84]. Zum anderen wurde 1928,
ebenfalls von Fleming, das Penicillin entdeckt. Ab den 1940er Jahren wurde es therapeutisch
genutzt und Fleming erhielt zusammen mit Howard Florey und Ernst Chain 1945 den
Nobelpreis [85].
Die ersten Peptide, deren antimikrobielle Aktivita¨t entdeckt wurde, waren 1925 die Co-
licine aus Escherichia coli [86]. Die ersten AMPs, die als Peptid-Antibiotika kommerziell
produziert [87] wurden, sind seit 1939 bekannt. Die Gramicidine wurden aus Bacillus brevis
isoliert und sind gegen eine Vielzahl an Gram-positiven Bakterien aktiv [88].
1.3.1 Vorkommen und Klassifizierung
Antimikrobielle Peptide finden sich in allen Organismen. Ihre weitreichende Verbreitung im
Reich der Pflanzen und Tiere zeigt, dass sie eine fundamentale Rolle in der erfolgreichen
Evolution mehrzelliger Organismen gespielt haben [89]. Dies liegt daran, dass AMPs ein
essentieller Bestandteil der natu¨rlichen Immunabwehr aller mehrzelligen Organismen sind.
Mit ihrer Fa¨higkeit, Mikroben abzuto¨ten, werden sie als eine der ersten Maßnahmen der
Immunabwehr gegen eine bakterielle Infektion eingesetzt. Aber zusa¨tzlich zu dieser rein
antimikrobiellen Funktion gibt es auch immer mehr Hinweise auf immunomodulierende Ei-
genschaften der AMPs. Das zeigt sich darin, dass sie wichtig fu¨r so verschiedene Funktionen
wie Wundheilung und Chemotaxis sind [90].
Von Bakterien werden AMPs eingesetzt, um das Wachstum anderer Sta¨mme derselben oder
a¨hnlicher Bakterienarten zu hemmen [91]. Dabei werden die bakteriellen AMPs, die Bac-
teriocine, vom ganzen Stamm abgesondert. Es gibt Hinweise darauf, dass die Bacteriocin-
produktion die Fa¨higkeit von probiotischen Bakteriensta¨mmen erho¨ht, sich in komplexen,
bakteriellen Gemeinschaften zu behaupten [92]. Diese Eigenschaft macht sie attraktiv fu¨r
die pharmazeutische und Lebensmittelindustrie.
AMPs lassen sich auf verschiedene Arten klassifizieren. Kriterien bilden dabei ihr biologi-
scher Ursprung, ihre Struktur und ihr Wirkmechanismus. Heutzutage sind in der Datenbank
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(The Antimicrobial Peptide Database, APD) des Medizinischen Zentrums der Universita¨t
von Nebraska [93] die Sequenzen von ≈ 2400 AMPs registriert. Die Klassifizierung nach
ihrem biologischen Ursprung zeigt, dass der weitaus gro¨ßte Anteil der bekannten AMPs
von tierischen Peptiden gestellt wird (Abbildung 1.10). Diese lassen sich weiter in z. B.
Insekten-, amphibische, Fisch-, Reptilien- und Sa¨ugetierpeptide klassifizieren. Die gro¨ßten
und am besten untersuchten Familien der tierischen AMPs sind die Cathelicidine, Defensi-
ne und Histatine [93]. Kleinere Gruppen bilden die pflanzlichen und bakteriellen Peptide.












Abbildung 1.10: Taxonomie der Herkunftsorganismen antimikrobieller Peptide. Entnommen aus
der APD-Datenbank am Medizinischen Zentrum der Universita¨t von Nebraska [93].
Eine weitere Klassifizierung der AMPs, in die sich auch synthetische AMPs einordnen
lassen, kann aufgrund ihrer Struktur vorgenommen werden. Vier Sekunda¨rstrukturtypen
werden besonders ha¨ufig genannt: α-Helix, β-Faltblatt, gemischte Strukturen aus α-Helix
und β-Faltblatt sowie ungefaltete Strukturen. Allerdings sind nur fu¨r gut 40 % [93] der
in der Datenbank aufgenommenen Peptide Strukturdaten vorhanden. Aber auch ohne In-
formationen u¨ber die Sekunda¨rstruktur lassen sich Merkmale wie Gro¨ße, Gesamtladung,
Amphipazita¨t und Hydrophobizita¨t (Abschnitt 1.3.3) bestimmen und zur Systematisierung
nutzen.
Als weitere Mo¨glichkeit zur Systematisierung lassen sich mit Blick auf ihre biologischen
Aktivita¨ten entsprechend ihres Wirkspektrums weitere charakteristische Eigenschaften be-
nennen z. B. antibakteriell, antiviral oder antimykotisch. Auch anhand ihrer spezifischen
Wirkmechanismen ko¨nnen sie unterteilt werden, z. B. in zelloberfla¨chenaktive oder intra-
zellula¨r aktive Peptide. Eine genauere Aufteilung kann durch Angabe der Zielstruktur oder
des Zielmoleku¨ls, wie z. B. die Zellwand, die Zellmembran sowie Membranrezeptoren, Hit-
zeschockproteine, DNA oder RNA, erfolgen.
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Die immer weiter zunehmende Resistenz von Bakterien gegenu¨ber konventionellen Antibio-
tika weckt das Interesse an neuen Wirkstoffen zur Entwicklung von wirksamen Medikamen-
ten. Resistenzen ko¨nnen entwickelt werden, indem Bakterien die Antibiotika z. B. durch
Proteaseenzyme strukturell modifizieren, sodass sie wirkungslos werden, oder sie durch
Transportproteine wieder aus der Zelle entfernen. Dies sind Mechanismen, die Bakteri-
en auch zum eigenen Schutz verwenden, wenn sie selbst Produzenten von antimikobiellen
Peptiden sind. Ein weiterer Resistenzmechanismus besteht in der Modifizierung der AMP-
Zielstruktur. Z. B. kann der betroffene Stoffwechselweg oder die Lipidzusammensetzung der
Zellmembran vera¨ndert werden [94]. Dadurch wird eine Bindung der Antibiotika verhindert.
Obwohl AMPs aufgrund ihrer biologischen Aktivita¨ten ein großes Potential als neue An-
tibiotika besitzen, ist ihre klinische und kommerzielle Entwicklung als Arzneimittel durch
verschiedene Aspekte noch limitiert. Eine große Hu¨rde besteht in den sehr hohen Dosen, mit
denen natu¨rlich vorkommende Peptide (z.B. Magainin) trotz ihrer hohen in vitro-Aktivita¨t
gegen Infektionen eingesetzt werden mu¨ssten [89]. Diese liegen fu¨r eukaryotische Zellen oft
im toxischen Bereich. Weitere Probleme liegen in der Suszeptibilita¨t fu¨r Proteasen und der
damit verbundenen Degradierung sowie den hohen Kosten der Peptidsynthese. Aus diesen
Gru¨nden werden Anstrengungen betrieben, mo¨glichst kurzkettige, synthetische AMPs zu
entwickeln und nicht-natu¨rliche Aminosa¨uren zu verwenden [95].
1.3.2 Wirkmechanismen
Die Haupteigenschaft der AMPs besteht in ihrer Fa¨higkeit, das Wachstum von Bakterien
zu verhindern oder diese sogar zu to¨ten. Um wirksam zu sein, mu¨ssen die Peptide spezifisch
mit den Bakterien wechselwirken. Die molekularen Mechanismen dabei sind vielfa¨ltig. Ein
sehr ha¨ufiges Angriffsziel ist die Zellmembran. Verschiedene generelle Wirkmechanismen
sind in Abbildung 1.11 aufgefu¨hrt. Obwohl in der Abbildung schematisch so dargestellt,
sind die einzelnen Mechanismen nicht unabha¨ngig voneinander. Z. B. beeinflusst eine Lipid-
phasentrennung auch membran-assoziierte, enzymatische Reaktionen und die Bindung an
DNA kann sich auch auf die Proteinsynthese auswirken. Deshalb wird heute angenommen,
dass AMPs dann besonders wirkungsvoll gegenu¨ber Bakterien sind, wenn sie gleichzeitig
mehrere der dargestellten Effekte verursachen. Dafu¨r spricht auch, dass AMPs durch ihr
Zusammenwirken gegenseitig ihre Aktivita¨t versta¨rken ko¨nnen. Diese synergistischen Ef-
fekte wurden in Modellsystemen beobachtet, sind aber mo¨glicherweise sogar wesentlich fu¨r
den Wirkmechanismus in ihrer natu¨rlichen Umgebung. Es ist bekannt, dass viele Bakterien
[96], Insekten [97], Amphibien [98] und Menschen [99] AMPs mit bekannten synergistischen
Wechselwirkungen hervorbringen.
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Abbildung 1.11: Die Abbildung stellt verschiedene, generelle Wirkmechanismen der antimikrobi-
ellen Peptide dar. Ein ha¨ufiges Angriffsziel ist die Zellmembran der Bakterien, was eine Depolarisa-
tion oder Perforation der Membran zur Folge haben kann und die Protein- und Lipidfunktionalita¨t
sto¨ren kann. Außerdem gibt es AMPs, die im Inneren der Zelle aktiv werden und die DNA-, RNA-
oder Proteinaktivita¨t sto¨ren und durch Bindung an DNA oder Enzyme wichtige zellula¨re Prozesse
inhibieren ko¨nnen. Abbildung basierend auf [94].
Die Aktivita¨t von antimikrobiellen Peptiden la¨sst sich durch Messung der minimalen Hemm-
konzentration (MHK) charakterisieren. Diese Konzentration gibt die geringste Konzentra-
tion des Stoffes an, die das Bakterienwachstum verhindert. Die meisten Peptide besitzen
MHK-Werte im mikromolaren Bereich [100]. Dagegen gibt es wenige AMPs einer zweiten
Gruppe, die schon in nanomolaren Konzentrationen aktiv sind [100]. Das la¨sst vermuten,
dass es zwei generelle Wirkungsmechanismen gibt: einen unspezifischen, der nicht durch
Rezeptoren vermittelt wird, und einen zweiten, der durch spezifische Wechselwirkungen
mit Zielmoleku¨len initiiert wird [101]. Die Aktivita¨t eines Peptids kann also durch Wech-
selwirkung mit spezifischen Zielmoleku¨len erho¨ht werden.
Das erste identifizierte Peptid dieser Gruppe war Nisin Z, das an das membrangebundene
Tra¨germoleku¨l der Peptidoglykaneinheit, Lipid II, bindet [100]. Nisin kombiniert die hohe
Affinita¨t fu¨r Lipid II und die damit verbundene Inhibierung der Zellwandbiosynthese mit
der Fa¨higkeit zur Membranpermeation. Es ist diese Kombination, die das Peptid hochak-
tiv macht. Wenn die Lipid II-Bindungsdoma¨ne entfernt wird, verliert das Peptid einen Teil
seiner Wirksamkeit und ist nur noch im mikromolaren Konzentrationsbereich aktiv [100].
Das Beispiel von Nisin Z zeigt, dass Mechanismen, die auf der Wechselwirkung mit bakte-
rienspezifischen Zielmoleku¨len beruhen, sehr wirkungsvoll sein ko¨nnen. Im Hinblick auf die
Entwicklung von neuen Antibiotika, die la¨ngerfristig wirksam sein sollen, sind somit vor
allem Wirkmechanismen besonders interessant, deren Zielmoleku¨le einerseits in u¨berlebens-
relevanten Prozessen der Bakterien zu finden sind und andererseits nicht leicht modifiziert
werden ko¨nnen.

























Abbildung 1.12: Schematische Darstellung der Bindungsstellen von zellwandbiosynthese-
selektiven Antibiotika. Die Antibiotika inhibieren Schlu¨sselreaktionen der Zellwandbiosynthese auf
der Außenseite der bakteriellen Membran, indem sie direkt die Enzyme blockieren oder Komplexe
mit den Baktoprenolkomponenten C55-P, C55-PP und Lipid II bilden. Abbildung basierend auf [26].
Ein Beispiel fu¨r einen solchen Prozess ist die in Abschnitt 1.1.1 beschriebene Zellwandbio-
synthese. Bei diesem membran-assoziierten, enzymatischen Zyklus entsteht Lipid II, das
den Zellen als Tra¨ger der Peptidoglykaneinheit dient. Peptidoglykan ist der Grundbau-
stein der bakteriellen Zellwand und deshalb ist Lipid II unverzichtbar fu¨r das bakterielle
Wachstum und die Replikation. Alle auf der extrazellula¨ren Seite der Membran lokalisier-
ten Reaktionen und Zwischenprodukte bieten Angriffsziele fu¨r eine Vielzahl an Antibiotika
[102, 26] (Abbildung 1.12).
Lipid II ist das ha¨ufigste Zielmoleku¨l und dient antibiotischen Klassen wie Lantibiotika
z. B. Nisin und Mersacidin, Defensinen z. B. Plectasin, Glykopeptiden z. B. Vancomycin
und vielen mehr als Interaktionspartner [26]. Besonders effektiv wirken diese Antibioti-
ka bei Gram-positiven Bakterien. In diesen Bakterien ko¨nnen kleine Moleku¨le wie AMPs
mit einem Radius von bis zu 2 nm die Zellmembran durch Diffusion durch die Pepti-
doglykanschicht erreichen [103]. Dagegen bildet in Gram-negativen Bakterien die a¨ußere
Zellmembran eine zusa¨tzliche Barriere fu¨r Lipid II-bindende Antibiotika. Da der Bedarf
an Zellwandmaterial von Gram-positiven Bakterien außerdem deutlich ho¨her ist als bei
Gram-negativen Bakterien, ist auch die Zahl an Lipid II-Moleku¨len in den Zellen, und somit
die Zahl der Angriffsziele, deutlich ho¨her. Fu¨r Gram-negative Escherichia coli Bakterien
wurde ein Pool von 1000-3000 Lipid II-Moleku¨len festgestellt, wohingegen der Pool ver-
schiedener Gram-positiver Bakterien wie Bacillus megaterium oder Staphylococcus aureus
35.000-200.000 Lipid II-Moleku¨le umfasst [104] und damit bis zu 1 mol% der Phospholipide
betra¨gt.
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1.3.3 Strukturelle Faktoren fu¨r eine Membranaktivita¨t
Obwohl die Wirkmechanismen der AMPs sehr vielfa¨ltig und teilweise sehr spezifisch sind,
gibt es dennoch Gemeinsamkeiten [105]. Der wichtigste gemeinsame Nenner ist die Fa¨hig-
keit von fast allen antimikrobiellen Peptiden, mit der Lipiddoppelschicht der bakteriellen
Zellmembran zu interagieren und deren strukturelle Ordnung zu sto¨ren. Dies kann, wie in
Abschnitt 1.3.2 beschrieben, unterschiedliche Folgen haben: die Peptide sind in der Lage,
direkt die Membranintegrita¨t zu sto¨ren, membran-assoziierte, physiologische Prozesse wie
die Zellwandbiosynthese oder Zellteilung zu inhibieren und/oder durch Translokation der
Membran mit zytoplasmatischen Zielmoleku¨len wechselzuwirken.
AMPs sind strukturell so verschieden wie ihre Wirkmechanismen. Trotzdem zeichnen sie
einige vorherrschende, strukturelle Merkmale aus. Diese sind vermutlich durch die Notwen-
digkeit bedingt, mit der Bakterienmembran interagieren zu ko¨nnen. Einer dieser Faktoren
ist die Gesamtladung der Peptide, die auch eine große Rolle fu¨r die Selektivita¨t der AMPs
fu¨r bakterielle Membranen spielt (Abschnitt 1.3.4). Die spezifische Bindung von AMPs an
bakterielle anstatt tierische Zellmembranen beruht vornehmlich auf der elektrostatischen
Anziehung zwischen positiv geladenen AMPs und der negativ geladenen Oberfla¨che und
Membran der Bakterien [94]. Dafu¨r spricht, dass die positive Gesamtladung die am bes-
ten konservierte Eigenschaft der AMPs ist [101]. Allerdings sind die Gesamtladungen breit
verteilt mit einem Maximum im Bereich von +1 bis +5 (Abbildung 1.13 A), in dem zwei
Drittel der in der APD-Datenbank aufgefu¨hrten AMPs liegen [93]. Die attraktiven, elek-
trostatischen Wechselwirkungen bestehen fu¨r tierische Membranen im Allgemeinen nicht,
da sie eine asymmetrische Lipidverteilung besitzen. Auf der a¨ußeren Seite dieser Zellmem-
branen befinden sich hauptsa¨chlich neutrale Lipide, wa¨hrend die negativ geladenen Lipide
auf der Innenseite angereichert sind [14].
Es gibt aber auch andere strukturelle Faktoren, die die Bindung der AMPs an die Bak-
terienmembran beeinflussen. Es ist den AMPs nur mo¨glich, in den hydrophoben Bereich
der Membran einzudringen, wenn ihre eigene Hydrophobizita¨t groß genug ist. Der Anteil
der hydrophoben Reste pro AMP variiert sehr stark, er reicht von 20 Prozent bis zu 70
Prozent (Abbildung 1.13 B) mit einem Maximum bei 50 Prozent. Allerdings korreliert ei-
ne Erho¨hung der Hydrophobizita¨t auch stark mit einer Toxizita¨t fu¨r Sa¨ugetierzellen und
einem Verlust der antimikrobiellen Selektivita¨t [106]. Aber nicht nur der Anteil der hydro-
phoben und geladenen Aminosa¨uren an sich ist fu¨r die Bindung und Insertion der AMPs
entscheidend, sondern auch deren ra¨umliche Anordnung. Durch ra¨umliche Separation der
hydrophilen und hydrophoben Gruppen entstehen hydrophile und hydrophobe Doma¨nen.
Diese amphipatische Sekunda¨rstruktur ermo¨glicht eine gerichtete Insertion in die Membran
(Abschnitt 1.3.4).















































































































































Abbildung 1.13: Strukturmerkmale antimikrobieller Peptide. Gezeigt sind die Ha¨ufigkeitsver-
teilungen der (A) Gesamtladung, (B) Hydrophobizita¨t und (C) Sekunda¨rstrukturmotive. Daten
basierend auf der APD-Datenbank [93].
Die Fa¨higkeit zur Ausbildung einer amphipatischen Struktur ist wesentlich fu¨r die Akti-
vita¨t der AMPs [106]. So sind amphipatische, α-helikale Peptide oft aktiver als Peptide mit
weniger definierter Sekunda¨rstruktur [94]. Die amphipatische α-Helix ist auch das ha¨ufigste
Sekunda¨rstrukturmotiv (Abbildung 1.13 C). Die amphipatischen Strukturen werden ent-
weder durch die Interaktion mit der Membran stabilisiert oder durch funktionelle Gruppen
intramolekular fixiert. So besitzt eine große Gruppe antimikrobieller Peptide in Lo¨sung eine
lineare, ungeordnete Struktur, nimmt aber in Anwesenheit von Mizellen und Membranen
eine amphipatische Anordnung an [101, 94]. Sehr ha¨ufig treten auch Disulfildbru¨cken auf,
die die amphipatische Struktur ebenfalls stabilisieren. Peptide ohne solche Bru¨cken sind
in wa¨ssriger Lo¨sung oft ungeordnet [107] und das Entfernen von nur einer Disulfidbru¨cke
kann die Faltung des Peptids erheblich vera¨ndern [108].
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Die Vielfalt der AMPs, sowohl in Prima¨r- als auch in Sekunda¨rstruktur, legt nahe, dass ihre
Membraninteraktion und ihre Wirkmechanismen durch eine Kombination struktureller und
physikochemischer Eigenschaften wie der Gro¨ße, der Gesamtladung, der Sekunda¨rstruktur,
der Hydrophobizita¨t und dem amphiphilen Charakter bestimmt ist.
1.3.4 Membranaktivita¨t von antimikrobiellen Peptiden
Die Bindung an die Lipidmembran ist sehr oft mit einer Konformationsa¨nderung der Pep-
tide und der Ausbildung einer stabilen Sekunda¨rstruktur verbunden [94]. In Anlehnung an
das am ha¨ufigsten vorkommende Strukturmotiv (Abschnitt 1.3.3), die α-Helix, wird die
amphipatische Konformation der Peptide schematisch ha¨ufig als Zylinder dargestellt (Ab-
bildung 1.14; hellblau: hydrophobe Aminosa¨uren, dunkelblau: hydrophile Aminosa¨uren).
Die Adsorption der Peptide fu¨hrt zuna¨chst zu einer Verdra¨ngung der Lipide, was eine
strukturelle Reorganisation der Membran zur Folge hat. Dies kann verschiedene Effek-
te hervorrufen (Abbildung 1.14). Bei niedrigen Peptid-zu-Lipid-Verha¨ltnissen lagern sich
die Peptide (im Fall einer elektrostatischen Bindung) zuna¨chst parallel zu der Membran
[109] in ihrer Kopfgruppenregion [110] an. Dies kann eine A¨nderung der Membrandicke
bewirken. Meist kommt es zu einer Ausdu¨nnung der Membran, was wesentlich zu ihrer De-
stabilisierung beitra¨gt. Der Ausdu¨nnungseffekt der Membran ist spezifisch fu¨r jedes Peptid
und proportional zur Peptidkonzentration [111]. In Bakterienmembranen kann die Peptid-
anlagerung auch eine Membrandepolarisation bewirken, was das Zellwachstum inhibiert
[112]. Des Weiteren sind die adsorbierten Peptide in der Lage, die Lipidverteilung in der
Membran wesentlich zu sto¨ren. So ko¨nnen positiv geladene AMPs korrelierend zu ihrer
Gesamtladung eine Segregation negativ geladener Lipide bewirken [113].
Bei zunehmender Oberfla¨chenkonzentration ist die Aggregation von Peptiden ein ha¨ufig
beobachtetes Pha¨nomen. Dies kann zu einer Segregation in peptidreiche und peptidarme
Phasen fu¨hren [114]. Bei dem Vesikeltransport in eukaryotischen Zellen fu¨hrt die lokale
Aggregation von Membranproteinen zu einer kontrollierten Vesikelabschnu¨rung. Die dafu¨r
beno¨tigte Verformung der Membran wird ha¨ufig durch amphipatische, α-helikale Protein-
doma¨nen induziert. Die α-Helix ist auch das ha¨ufigste Sekunda¨rstrukturmotiv, das man bei
membrangebundenen, antimikrobiellen Peptiden findet (Abschnitt 1.3.3). Entsprechend ist
eine Membrandeformation auch bei diesen Peptiden zu beobachten wie z. B. bei der Vesi-
kelabschnu¨rung des porenbildenden Melittins in den flu¨ssigen Lipidphasen von GUVs [76].

























Abbildung 1.14: Effekte der Peptidadsorption. Durch Interaktion mit der Membran (grau: neutra-
le Lipide, rot: negativ geladene Lipide) kommt es oft zu einer Konformationsa¨nderung der Peptide,
bei der sich die geladenen (dunkelblau) und hydrophoben (hellblau) Aminosa¨uren ra¨umlich entge-
gengesetzt ausrichten. Die Bindung der Peptide verursacht eine Reorganisation der Membran, was
zu einer Deformation, Ausdu¨nnung, Lipidakkumulation und Depolarisation fu¨hren kann. Durch
Aggregation der Peptide ko¨nnen definierte Poren entstehen, die
”
barrel-stave“und toroidale Pore,
oder die Membran kann durch einen detergenzienartigen Mechanismus zersetzt werden. Abbildung
basierend auf [115].
Die Aggregation von Peptiden fu¨hrt auch zu einer erho¨hten Permeabilita¨t und sogar Perfo-
ration der Membran. Diese Prozesse waren und sind Gegenstand zahlreicher Untersuchun-
gen an Modellmembranen und es wurden viele verschiedene Mechanismen vorgeschlagen,
die zum Teil sehr spezifisch fu¨r die untersuchten Peptide sind. Dazu geho¨ren Prozesse wie
die molekulare Elektroporation, detergenzienartige Zersetzung der Membran und stabile
Porenbildung [116]. Die bekanntesten Porenbildungsmechanismen sind in Abbildung 1.14
dargestellt. Aggregieren horizontal, d.h. parallel, zu der Membranebene orientierte Pepti-
de, kann das die Auflo¨sung der Membran, wie bei Detergenzien beobachtet, bewirken [117].
Eine Oligomerisierung fu¨hrt dagegen zu einer gerichteten Selbstorganisation der Peptide,
aus der stabile, sogenannte
”
barrel-stave“ Poren definierter Gro¨ße und Struktur entstehen
ko¨nnen [118]. Fu¨r die Bildung einer solchen Struktur mu¨ssen die Peptide von einer horizon-
talen zu einer vertikalen Orientierung u¨bergehen [110]. Toroidale Poren entstehen dagegen
nicht durch spezifische Peptid-Peptid-Wechselwirkungen, sondern durch die kooperative
A¨nderung der Membrankru¨mmung [119, 120]. Neuere Molekulardynamiksimulationen deu-
ten allerdings an, dass diese Porenstruktur nicht so stabil und geordnet ist wie bisher
angenommen [121].
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1.4 Wirkmechanismus des Lantibiotikums Nisin
Das antimikrobielle Peptid Nisin wird von vielen Sta¨mmen des Milchsa¨urebakteriums Lac-
tococcus lactis hergestellt und ist aktiv gegen eine Vielzahl an Gram-positiven Bakterien
[122, 123]. Es wird bereits seit 50 Jahren als Konservierungsmittel fu¨r Lebensmittel ver-
wendet. Trotz dieses langen Einsatzes gibt es kaum Berichte u¨ber Resistenzen gegen Nisin
[124]. Der Grund dafu¨r ist vermutlich sein besonderer Wirkmechanismus.
Nisin geho¨rt zur Gruppe der Lantibiotika, deren charakteristisches Strukturmotiv die in-
tramolekularen Lanthioninringe sind. Sie entstehen durch die Thioetherbru¨cken der Ami-
nosa¨uren Lanthionin und 3-Methyllanthionin [125]. Es sind 5 verschiedene natu¨rliche Va-
rianten von Nisin bekannt, Nisin A, Nisin Z, Nisin Q, Nisin F und Nisin U [126]. Am
la¨ngsten bekannt sind die Strukturen von Nisin A [125] und Nisin Z [127], die sich nur in
einer Aminosa¨ure an Position 27 unterscheiden. In dieser Arbeit wurde Nisin Z verwendet.
Seine Struktur ist schematisch in Abbildung 1.15 gezeigt.
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Abbildung 1.15: Schematische Struktur von Nisin. Nisin besitzt 34 Aminosa¨uren, davon die zwei
namensgebenden Aminosa¨uren Lanthionin und 3-Methyllanthionin und zwei weitere unnatu¨rliche
Aminosa¨uren, Didehydroalanin und Didehydroaminobuttersa¨ure (orange). Nisin besitzt 5 intramo-
lekulare Ringe, die durch Thioetherbindungen (gelb) entstehen. Die zwei N-terminalen Ringe bilden
das Lipid II-Bindemotiv. Die beiden Ringe formen dabei einen Ka¨fig um die Pyrophosphatgruppe
des Lipid II-Moleku¨ls. Die Gelenkregion zwischen Aminosa¨ure 20 und 25 ermo¨glicht dem Nisin-
moleku¨l, nach Bindung an Lipid II in die Membran einzudringen. Diese Flexibilita¨t ist fu¨r seine
Aktivita¨t notwendig.
Nisin ist ein Peptid aus 34 Aminosa¨uren. Es ist ein Mitglied der Untergruppe der Typ-A
Lantibiotika. Die Peptide dieser Gruppe besitzen alle eine gestreckte, flexible, amphipati-
sche Struktur mit einer positiven Gesamtladung [128]. Bei einem leicht sauren pH-Wert
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von pH = 5.5 ist die Aktivita¨t von Nisin am ho¨chsten [129] und es besitzt aufgrund von
3 Lysinresten und einem Histidinrest eine Gesamtladung von +4 [130]. Nisin entha¨lt ne-
ben Lanthionin und 3-Methyllanthionin zwei weitere unnatu¨rliche Aminosa¨uren, Didehy-
droalanin und Didehydroaminobuttersa¨ure. Die unnatu¨rlichen Aminosa¨uren werden durch
posttranslationale Modifizierungen des Vorla¨uferpeptids synthetisiert.
In Lo¨sung besitzt Nisin eine gro¨ßtenteils ungeordnete Sekunda¨rstruktur [131]. Wie andere,
positiv geladene Peptide nimmt es aber bei der Interaktion mit Membranen durch Kon-
formationsa¨nderungen eine amphiphile Struktur an [109]. Von Nisin war schon seit Mitte
der 1980er Jahre bekannt, dass es die Membran von Gram-positiven Bakterien perforiert.
Daher wurde zuna¨chst angenommen, dass es wie viele andere amphipatische, antimikrobi-
elle Peptide Bakterien to¨tet, indem es die Integrita¨t ihrer Zellmembranen zersto¨rt [132]. So
wurde auch in Studien an Modellmembranen gezeigt, dass Nisin die Lipiddoppelschicht von
großen, unilamellaren Vesikeln (large unilamellar vesicles, LUVs) permeabilisieren kann.
Dafu¨r sind jedoch mikromolare Konzentrationen no¨tig [133]. Allerdings liegt die minimale
Hemmkonzentration (MHK) im nanomolaren Bereich, wenn es gegen Gram-positive Bakte-
rien angewendet wird [134]. Diese Beobachtung widersprach einem einfachen, ungerichteten
Membranperforationsmechanismus und legte einen spezifischen Wirkmechanismus nahe. In
weiteren Studien wurde das Zellwandvorla¨ufermoleku¨l Lipid II als spezifischer Bindungs-
partner identifiziert [135].
Das Besondere an Nisin ist sein dualer Wirkmechanismus. Die Bindung an Lipid II be-
wirkt zum einen, dass Nisin die Membran schon in nanomolaren Konzentrationen perfo-
riert [135, 133] und dabei Lo¨cher in die Membran reißt, die einen Durchmesser von 2-2,5
nm besitzen [136]. Auch wenn die Membranpermeabilisierung ein wichtiger Bestandteil des
Wirkmechanismus von Nisin ist, hat die Bindung an Lipid II noch andere Auswirkungen.
Diese fu¨hrt zusa¨tzlich zu der Porenbildung zu einer Segregation der Lipid II-Moleku¨le. Be-
obachtet man die Interaktion von fluoreszenzmarkiertem Nisin mit der Bakterienmembran,
ist bemerkenswert, dass die Peptide nicht homogen an der Membran verteilt, sondern in
großen Aggregaten akkumulieren (Abbildung 1.16) [137]. Die Aggregatbildung von fluo-
reszenzmarkiertem Nisin wurde ebenfalls an Lipid II-haltigen unilamellaren Riesenvesikeln
(giant unilamellar vesicles, GUVs) beobachtet [137]. In diesen Aggregaten sind sowohl Lipid
II als auch Nisinmoleku¨le akkumuliert [52]. Durch die Aggregation wird Lipid II irrever-
sibel aus dem Reaktionszyklus entfernt und vermutlich auch die strukturelle Organisation
der an der Zellwandbiosynthese beteiligten, enzymatischen Synthesekomplexe gesto¨rt. Mor-
phologische Vera¨nderungen der bakteriellen Zellmembran an Stellen mit hohem Zellwand-
wachstum ko¨nnten ein Resultat solcher Sto¨rungen sein [138]. Zu diesen morphologischen
Effekten geho¨ren auch die Bildung mehrerer Septen und die Zellwandbildung abseits der
Zelloberfla¨che (Abbildung 1.16).






Abbildung 1.16: (A) und (B) zeigen fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen von Bacillus subtilis.
Ohne Behandlung mit Nisin (A) ist Lipid II (Markierung durch fluoreszenzmarkiertes Vancomycin)
an den Septen lokalisiert. Nach Inkubation mit 4 µg/ml fluoreszenzmarkiertem Nisin (B) bilden sich
dagegen in der gesamten Zelle Lipid II-Aggregate. Die Bilder wurden aus [137] entnommen. (C),
(D) und (E) zeigen Elektronenmikrographen von Bacillus subtilis. Septenbildung in unbehandelten
Zellen von Bacillus subtilis (C) und nach Behandlung mit 50 µg/ml Nisin fu¨r 30 Minuten (D,E). Die
hohe Nisinkonzentration fu¨hrt zu einer mehrfachen Septenbildung mit einer anormalen Orientierung,
einer Septenbildung abseits der Zelloberfla¨che und einem Anschwellen der Zellen. Bilder wurden aus
[138] entnommen.
Bei der Bindung von Nisin an Lipid II bildet wahrscheinlich das Peptid einen Ka¨fig um
die Pyrophosphatgruppe des Lipid II-Moleku¨ls [139]. Dadurch wird eine Umorientierung
von Nisin an der Membran bewirkt [140]. Im Vergleich zur fast parallelen Orientierung an
negativ geladenen Membranen dringt die flexible Region zwischen dem dritten und vierten
Lanthioninring tiefer in die Membran ein. Somit funktioniert diese Region in der Mitte des
Peptids wie ein Gelenk. Die Konformationsa¨nderung und das damit verbundene Eindringen
von Nisin in die Membran scheinen Voraussetzungen fu¨r die Permeationsfa¨higkeit von Nisin
zu sein. Wenn na¨mlich die strukturelle Flexibilita¨t in dieser Region durch Mutation der
Aminosa¨uren 20 und 21 unterdru¨ckt wurde, konnte keine Permeabilisierung an Lipid II-
haltigen Vesikeln mehr beobachtet werden [133]. Es wird außerdem vermutet, dass der
C -Terminus von Nisin die Membran durchdringt und Nisin durch die Bindung an Lipid II
eine transmembrane Orientierung einnimmt [141, 140].
Die Permeabilisierung der Membran von Nisin durch Bindung an Lipid II wurde in vielen
Studien untersucht. Daraus wurde ein bis heute anerkanntes Porenmodell entwickelt. Vorbil-
der dafu¨r waren vermutlich die klassischen Porenmodelle von
”
barrel-stave“ und toroidalen
Poren. An Membranen von LUVs fu¨hrte ein Nisin-zu-Lipid II-Konzentrationsverha¨ltnis von
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2:1 zu einer maximalen Perforation der Membran [142, 136]. Die Zahl der Lipid II-Moleku¨le
je Pore wurde anhand von fluoreszenzspektroskopischen Messungen bestimmt. Aus diesen
Messungen folgerten die Autoren, dass die Poren vier Lipid II-Moleku¨le enthielten. Zusam-
mengenommen ergaben die Messungen und Schlussfolgerungen das Bild stabiler Oligomere
bestehend aus vier ringfo¨rmig angeordneten Lipid II-Moleku¨len mit acht gebundenen Ni-
sinmoleku¨len in transmembraner Orientierung [142].
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1.5 Motivation und offene Fragestellungen
Mittlerweile treten immer ha¨ufiger antibiotika-resistente, pathogene Bakteriensta¨mme in
Krankenha¨usern auf. Deshalb ist es notwendig, dass neue Klassen von Antibiotika entwi-
ckelt werden. Antimikrobielle Peptide besitzen dabei ein großes Potential zur therapeuti-
schen Anwendung. Sie sind oft potente Breitbandantibiotika und besitzen teilweise positi-
ve immunomodulatorische Eigenschaften. Erfolgversprechend fu¨r die Anwendung sind vor
allem Peptide, die aufgrund ihrer spezifischen Wirkmechanismen eine geringe Toxizita¨t ge-
genu¨ber eukaryotischen Zellen aufweisen und in den attackierten Bakterien nur eine geringe
Tendenz zur Resistenzentwicklung verursachen.
Die Klasse der Lantibiotika besitzt einen in dieser Hinsicht sehr wirkungsvollen Mechanis-
mus. Lantibiotika binden spezifisch an Lipid II. Lipid II ist ein essentieller Baustein in der
Zellwandbiosynthese und kommt besonders ha¨ufig in Gram-positiven Bakterien vor. Durch
Bindung an Lipid II wird die Biosynthese inhibiert, was den Aufbau der fu¨r das U¨berleben
der Bakterien essentiellen Zellwand verhindert.
Das bekannteste Peptid aus der Klasse der Lantibiotika, Nisin, bildet zudem mit Lipid II
Poren in der Membran. Dies fu¨hrt zu seinem einzigartigen, dualen Wirkmechanismus. Die
Struktur des Nisin-Lipid II-Komplexes und die Permeationseigenschaften von Nisin wurden
in vielen Studien untersucht. Dabei wurde ein Modell der Porenstruktur entwickelt, dass
die Poren als stabile Oligomere aus vier Lipid II und acht Nisinmoleku¨len beschreibt [142].
Allerdings wurde auch beobachtet, dass fluoreszenzmarkiertes Nisin sowohl in vitro als auch
in vivo in der Membran helle Aggregate bildete [137], die auf eine deutlich ho¨here Zahl an
lokal akkumulierten Nisinmoleku¨len hindeuten.
Um den scheinbaren Widerspruch des existierenden Porenmodells zu dem Auftreten von
großen Aggregaten aufzukla¨ren, wurde in dieser Arbeit der Aggregationsprozess von Nisin
genauer untersucht. Dafu¨r wurde verschiedenen Fragestellungen nachgegangen. Zuna¨chst
wurde die Aggregatbildung von fluoreszenzmarkiertem Nisin an Bacillus subtilis beobach-
tet, wodurch die biologische Relevanz der Aggregatbildung analysiert werden sollte. An-
schließend sollten strukturelle Parameter bestimmt werden, die entscheidend fu¨r die Ag-
gregation sind. Dazu wurde die Aggregatbildung mit verschiedenen Nisinbindungspartnern
quantifiziert. Außerdem wurde die Aggregatgro¨ße mittels Diffusionsmessungen bestimmt.
Somit sollte die Anzahl der in den Aggregaten enthaltenen Lipid II Moleku¨le abgescha¨tzt
werden. Zum Schluss wurde die Auswirkung des Aggregationsprozesses auf die Membran-
stabilita¨t untersucht, womit eine Korrelation zwischen Aggregations- und Permeationsver-
halten u¨berpru¨ft werden sollte.
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2 Ergebnisse
Im Fokus dieser Arbeit stand die Bedeutung des Aggregationsverhaltens von Nisin fu¨r
seinen Wirkmechanismus. Dafu¨r wurden verschiedene fluoreszenzmikroskopische Metho-
den verwendet. Die verwendeten Methoden fu¨r die Fluoreszenzmarkierung von Nisin und
Lipid II, die Pra¨paration der Modellmembranen und Proben fu¨r die Mikroskopie, die
Durchfu¨hrung der Experimente mit den verwendeten Gera¨teeinstellungen sowie die Da-
tenanalyse sind im Methodenteil (Kapitel 5) genau beschrieben.
Mittels eines inversen Fluoreszenz-Videomikroskops wurde die biologische Relevanz der Ag-
gregatbildung an Zellen des Bakteriums Bacillus subtilis analysiert. Um den Aggregations-
prozess zu untersuchen, wurde das Membranmodellsystem der unilamellaren Riesenvesikel
verwendet. Unter Verwendung von konfokaler Laserrastermikroskopie wurde die Interakti-
on von fluoreszenzmarkiertem Nisin mit diesen Modellmembranen direkt visualisiert. Da-
bei wurde der Einfluss sowohl unspezifischer als auch spezifischer Membraninteraktion auf
die Aggregatbildung quantitativ analysiert. Als spezifische Interaktionspartner wurden die
Baktoprenolkomponenten der Zellwandbiosynthese, C55-P, C55-PP, Lipid I und Lipid II,
getestet. Um die Dynamik des Aggregationsprozesses zu untersuchen, wurde die Mobilita¨t
von fluoreszenzmarkiertem Lipid II in der Membran nach Zugabe von Nisin mittels Licht-
blattmikroskopie gemessen. Es wurde erwartet, dass die Zugabe von Nisin die Mobilita¨t
der Lipid II-Moleku¨le verringert, da diese von Nisin komplexiert werden. Um die Nisin-
Lipid II-Aggregation zu charakterisieren, wurden die Diffusionskoeffizienten von Lipid II
in Abha¨ngigkeit der Inkubationsdauer und der Nisinkonzentration bestimmt. Die gemes-
senen, repra¨sentativen Diffusionskoeffizienten wurden dann verwendet, um die Gro¨ße der
Aggregate und die darin enthaltenen Moleku¨lzahlen zu bestimmen. Außerdem wurden die
Auswirkungen der Aggregation auf die Stabilita¨t der Membran untersucht. Außerdem wur-
de die Permeationseffizienz von Nisin in Korrelation mit der Aggregatbildung gemessen.
Im Folgenden sind die Ergebnisse dieser Untersuchungen aufgefu¨hrt.
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2.1 Einfluss der Fluoreszenzmarkierung auf die Aktivita¨t
2.1.1 Nisin
Von den vier bekannten, natu¨rlich vorkommenden Nisinmoleku¨len wurde in dieser Arbeit
Nisin Z verwendet. Vereinfachend wird dafu¨r im Folgenden nur die allgemeine Bezeichnung
Nisin verwendet. Um die Bindung an die Membranen von Riesenvesikeln zu visualisieren,
wurde Nisin von Dr. Imke Wiedemann am C-Terminus mit Alexa Fluor 647 (AF647) fluo-
reszenzmarkiert (Abschnitt 5.1) und fu¨r diese Arbeit zur Verfu¨gung gestellt. Es wurde eine
Empfindlichkeitsbestimmung gegenu¨ber Bacillus subtilis durchgefu¨hrt, um die Aktivita¨t
von markiertem Nisin-AF647 und nativem Nisin zu vergleichen. Dazu wurde in einer Mi-
krotiterplatte zu den abgestuften Konzentrationen der beiden Nisinmoleku¨le jeweils ein
definiertes Bakterien-Inokulum gegeben. Nach Inkubation u¨ber Nacht wurde verglichen,
welche Konzentration an Nisin beno¨tigt wurde, um ein Bakterienwachstum zu verhindern.
Das Bakterienwachstum wurde von beiden Nisinmoleku¨len verhindert. Es wurde eine 10fach
ho¨here Konzentration von Nisin-AF647 gegenu¨ber unmarkiertem Nisin beno¨tigt. Das zeigt,
dass die antimikrobielle Aktivita¨t von markiertem Nisin leicht reduziert war.
Als weiteres Zeichen seiner Aktivita¨t wurde auch die Permeationsfa¨higkeit von Nisin an Li-
pid II-haltigen Vesikeln mittels eines Ausstro¨mungsexperiments, wie in [133] beschrieben,
untersucht. Dazu wurden kleine unilamellare Vesikel aus DOPC mit 0,05 mol% Lipid II
pra¨pariert, in die Carboxyfluorescein (CF) in so hoher Konzentration eingeschlossen war,
dass seine Fluoreszenz intern gelo¨scht wurde (Abschnitt 5.5.2). Bei Zugabe von Nisin wurde
die Membran perforiert. Dadurch konnte das CF in die umgebende Lo¨sung diffundieren,
wurde auf diese Weise verdu¨nnt und die Fluoreszenzlo¨schung wurde aufgehoben. Der damit
verbundene Fluoreszenzanstieg diente als Indikator der Membranpermeation. Um die Per-
meationseffizenz von markiertem und unmarkiertem Nisin zu vergleichen, wurden gleiche
Mengen der Moleku¨le zu den Vesikeln gegeben und der zeitliche Verlauf der CF-Fluoreszenz
detektiert (Abbildung 2.1). Nach Zugabe von Nisin stieg, wie erwartet, die CF-Fluoreszenz
an, da die Lipid II-haltige Membran permeabilisiert wurde. Allerdings war der Anstieg
fu¨r Nisin-AF647 etwas sta¨rker. Zur vollsta¨ndigen Permeation der Vesikel wurde abschlie-
ßend Detergenz zugegeben. Dies fu¨hrte bei beiden Proben zu einem Anstieg auf das gleiche
Fluoreszenzniveau.
Ein mo¨glicher Grund fu¨r die unterschiedlichen Ergebnisse in vivo und an Modellmembra-
nen ko¨nnte die Ladung des AF647-Farbstoffes sein. Dieser ist dreifach negativ geladen und
beeinflusst mo¨glicherweise die Bindung von Nisin an die negativ geladene Bakterienmem-
bran. Da aber generell eine Markierung am C-Terminus von Nisin seine Aktivita¨t nicht zu
vermindern scheint [143], wurde ein mo¨glicher Einfluss des Farbstoffes nicht weiter unter-
sucht.
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Abbildung 2.1: Zeitreihe des nisininduzierten Ausstro¨mens von Carboxyfluorescein (CF) aus
DOPC-LUVs, die 0,05 mol% Lipid II in ihrer Membran enthielten. Nach 50 s wurden Nisin
und Nisin-AF647 mit einer jeweiligen Endkonzentration von 1 µM zugegeben. Das 100%ige Aus-
stro¨mungslevel wurde durch Zugabe von Triton-X nach 200 s bestimmt.
2.1.2 Lipid II
Zur fluoreszenzmikroskopischen Detektion von Lipid II wurde das Moleku¨l nach seiner
Aufreinigung mittels esterfunktionalisierten Farbstoffen an seiner Lysingruppe markiert
(Abschnitt 5.4.2). In anderen Arbeiten wurden bereits pyrenmarkiertes Lipid II zum Nach-
weis oligomerer Nisin-Lipid II-Komplexe [144] und NBD (7-Nitrobenzo-2-oxa-1,3-diazol)-
markiertes Lipid II zum Nachweis der nisininduzierten Segregation in Riesenvesikeln ver-
wendet [137]. Hier wurden Lipid II-Atto488 und Lipid II-Atto647 zum einen fu¨r den qua-
litativen Nachweis der Aggregation zwischen Nisin und Lipid II verwendet und zum an-
deren wurde Lipid II-Atto647 fu¨r die quantitative Analyse der Lipid II-Diffusion mittels
Einzelmoleku¨lmikroskopie eingesetzt. Wie auch die Pyren- und NBD-Fluoreszenzfarbstoffe
behinderten auch die Atto-Farbstoffe die Bindung von Nisin an Lipid II nicht. Fu¨r die
Einzelmoleku¨lmikroskopie wurde immer eine Mischung aus unmarkiertem und markiertem
Lipid II verwendet, da die Konzentration der fluoreszenten Moleku¨le gering genug sein
musste. Dabei betrug der Anteil von markiertem gegenu¨ber unmarkiertem Lipid II nur
5·10−4 mol%. Da ein so hoher U¨berschuss an natu¨rlichem Lipid II vorhanden war, wurde
der Einfluss des Farbstoffes auf die Messungen als sehr gering eingescha¨tzt.
Die Auswirkung einer Fluoreszenzmarkierung von Lipid II ließ sich nicht in vivo testen,
da eine direkte Markierung der Lysingruppe des Moleku¨ls mittels esterfunktionalisier-
ten Farbstoffen in Bakterien nicht mo¨glich ist. Eine in vivo Fluoreszenzmarkierung von
Lipid II wurde bis jetzt nur nach Modifikation der Aminoseitenkette mit nicht-natu¨rlichen
D-Aminosa¨uren erreicht [145].
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2.2 Nisinaktion in vivo
Um den Wirkmechanismus von Nisin zu verstehen, bescha¨ftigten sich viele Studien mit dem
Porenbildungsmechanismus von Nisin bei Bindung an Lipid II [100, 133, 144, 146, 142, 136].
Wie jedoch von Hasper und Mitarbeitern 2006 entdeckt wurde, bildete Nisin zudem große
Aggregate in der Membran von Gram-positiven Bakterien wie Bacillus subtilis (Abbildung
1.16 B, [137]). Die Autoren vertraten in ihrer Publikation von 2006 die Auffassung, dass die
Bildung von großen Nisinaggregaten einen alternativen Mechanismus zur Porenbildung dar-
stellt. Eine Porenbildung fu¨hrt zu einem Verlust des Membranpotentials, dem Einstro¨men
von Schadstoffen und dem Verlust von Na¨hrstoffen, eine Segregation von Lipid II inhibiert
zudem die Zellwandbiosynthese und kann eine Fehllokalisation der Enzymmaschinerie, die
zur Lipid II-Produktion und zum Einbau der Peptidoglykaneinheit beno¨tigt wird, bewir-
ken. Dies kann einen unvollsta¨ndigen Schutz der Zellmembran und eine kaskadenartigen
Sto¨rung weiterer Zellteilungsprozesse zur Folge haben.
Hasper und Mitarbeiter verwendeten in ihrer Publikation fixierte Bakterienzellen. Da spa¨tes-
tens durch die Fixierung der Zelltod bewirkt wird, geben die publizierten Bilder keinen
einwandfreien Aufschluss u¨ber die biologische Relevanz der Bildung von großen Nisin-
aggregaten. Um die Relevanz der Aggregation fu¨r die antimikrobielle Aktivita¨t von Nisin
zu untersuchen, wurden in dieser Arbeit Zellen von Bacillus subtilis mit 1,5 µM Nisin-
AF647 inkubiert. Nach 5-minu¨tiger Inkubation wurden die Zellen auf einem Agarosekissen
immobilisiert (Abschnitt 5.8.1, Abbildung 5.4) und 30 Minuten lang mikroskopisch abge-
bildet. Um tote Zellen zu detektieren, waren in dem Agarosekissen 50 nM SYTOX Green
enthalten. Dieser Farbstoff kann eine intakte Membran nicht u¨berqueren. Dringt er durch
bescha¨digte Membranen in die Bakterien ein, bindet er spezifisch an Nukleinsa¨uren und be-
ginnt zu fluoreszieren. Der Farbstoff wird deshalb als Indikator von toten Bakterienzellen
verwendet [147].
Mit dieser Versuchsanordnung ließ sich die Bildung von Nisinaggregaten mit der Bescha¨di-
gung der Zellmembran und dem Zelltod der Bakterien korrelieren. Abbildung 2.2 zeigt
exemplarische Aufnahmen von inkubierten und immobilisierten Zellen. Es wurde keine
homogene Bindung des Peptids an die Membran, sondern eine unmittelbare Aggregation
beobachtet. Es entstanden Aggregate unterschiedlicher Intensita¨t und Ausdehnung. Trotz
einiger Ausnahmen schien ein Zusammenhang zwischen dem Grad der Aggregation und
dem induzierten Zelltod zu bestehen. Kleine Aggregate fu¨hrten nicht zu einer Permeation
von Zellen. Dagegen bewirkte die Bildung von mittelgroßen und großen Aggregaten zumeist
ein Eindringen von SYTOX Green. Die Fluoreszenzintensita¨t von SYTOX Green war sehr
verschieden und gibt wahrscheinlich Aufschluss u¨ber den Grad der Zellbescha¨digung. Es
ist anzunehmen, dass bei zunehmender Bescha¨digung der Membran mehr Farbstoff in die
Zellen eindringen konnte und zu einer erho¨hten SYTOX Green-Fluoreszenz fu¨hrte.












Durchlicht SYTOX Green Nisin-AF647
Abbildung 2.2: Exemplarische Bilder von Bacillus subtilis-Zellen, die 5 Minuten mit 1,5 µM Nisin-
AF647 inkubiert und anschließend auf Agarosekissen immobilisiert wurden (1 % Agarose mit 50
nM SYTOX Green). Bilder wurden 15-25 Minuten nach Zugabe mit Nisin aufgenommen. Links
sind Durchlichtbilder der Zellen, in der Mitte die Fluoreszenz von SYTOX Green und rechts die
Fluoreszenz von Nisin-AF647 gezeigt. Die Legenden der Farbtabellen, die zur Visualisierung der
Fluoreszenzintensita¨ten verwendet wurden, befinden sich rechts neben den Bildern. Maßstabsbalken
10 µm.
Um den qualitativen Eindruck der Korrelation zwischen Aggregatbildung und Membran-
permeation zu verifizieren und zu quantifizieren, wurden fu¨r 80 Bakterienzellen jeweils die
maximalen SYTOX Green- und des Nisin-AF647-Fluoreszenzintensita¨ten Fmax je Zelle be-
stimmt (Abschnitt 5.9.7) und in Abbildung 2.3 gegeneinander aufgetragen.
Die Auftragung zeigt, dass erst ab einem gewissen Grenzwert der Nisin-AF647-Signalinten-
sita¨t auch ein Anstieg des SYTOX Green-Signals aufgrund einer abnehmenden Integrita¨t
der Zellmembran zu beobachten war. Es wurde angenommen, dass die gemessenen, ma-
ximalen Nisin-AF647-Intensita¨ten den gro¨ßten Aggregaten der Zellen entsprechen, da die
Fluoreszenzintensita¨t von der Zahl der aggregierten Nisin-AF647-Moleku¨le abha¨ngt. So-
mit ist es wahrscheinlich, dass eine Mindestgro¨ße der Nisinaggregate no¨tig war, um die
Zellmembran ernsthaft zu bescha¨digen. Zwischen der Aggregatgro¨ße u¨ber dem Grenzwert
und dem Grad der Bescha¨digung, also der Intensita¨t des SYTOX Green-Signals, war keine
eindeutige Korrelation mehr zu erkennen. Mit weiter zunehmender Nisin-AF647-Intensita¨t
war jedoch bei allen Zellen ein Eindringen des Farbstoffs zu beobachten.
Die Bildung von Nisinaggregaten wurde besonders in der Mitte und an den Polen der
Zelle beobachtet. Der Grund dafu¨r ist die inhomogene Verteilung von Lipid II in der Bak-
terienmembran. Wa¨hrend der exponentiellen Wachstumsphase befinden sich die Lipid II-
Moleku¨le in Bereichen der aktiven Zellwandbiosynthese, na¨mlich am Septum in der Mitte
der Zellen und Regionen der Zellelongationen an den Zellpolen, wo sich die ineinandergrei-
fenden Proteinkomplexe der Lipid II-Synthese befinden.





















Abbildung 2.3: Auftragung der maximalen SYTOX Green-Fluoreszenz je Zelle als Funktion der
maximalen Nisin-AF647 Fluoreszenz derselben Zelle. Es wurden 80 Bakterienzellen aus drei ver-
schiedenen Experimenten analysiert. In blau ist der Bereich intakter Zellmembranen markiert. Erst
ab einer bestimmten Nisin-AF647-Intensita¨t ist ein Eindringen von SYTOX Green aufgrund einer
Bescha¨digung der Membran zu beobachten (rot markierter Bereich).
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2.3 Bindung von Nisin an GUV-Membranen
Die Interaktion von fluoreszenzmarkiertem Nisin-AF647 mit GUV-Membranen unterschied-
licher Zusammensetzung wurde mittels konfokaler Laserrastermikroskopie untersucht. Da-
zu wurden Schnitte durch die a¨quatoriale Ebene der Vesikel in einem Zeitintervall von 3-5
Minuten nach Zugabe der GUVs zu der Nisinlo¨sung aufgenommen.
Wie in Abschnitt 1.1.1 beschrieben, bestehen bakterielle Membranen hauptsa¨chlich aus
neutralen PE- und negativ geladenen PG-Lipiden. Aus pra¨parativen Gru¨nden konnten
GUVs mit einer a¨hnlichen Zusammensetzung nicht hergestellt werden, da die intrinsi-
sche Kru¨mmung der PE-Lipide und die Ladung der PG-Lipide die Riesenvesikel ab einer
Konzentration von 20-30 mol% instabil machen [38]. Stattdessen wurden zur Pra¨paration
hauptsa¨chlich PC-Lipide verwendet (Abbildung 2.4). Diese Phospholipide sind neutral und
besitzen eine zylindrische Form. Die aus ihnen pra¨parierten GUVs sind stabil und nach
außen neutral. In diese Matrix wurden 20 mol% PG-Lipide integriert, um den Einfluss der
negativen Ladung auf die Nisininteraktion zu beobachten. Da Nisin eine positive Gesamt-
ladung von +4 besitzt, wurde eine Bindung an negativ geladene Membranen aufgrund von


























Abbildung 2.4: Strukturen der verwendeten Phospholipide. Oben: 1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-
phosphocholin (DOPC), unten: 1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phospho-(1’-rac-glycerol) (DOPG).
Die Bindung an Membranen, die verschiedene an Baktoprenolkomponenten enthielten, wur-
de ebenfalls charakterisiert. Dazu wurden jeweils 0,2 mol% der Baktoprenolkomponenten
C55-P, C55-PP, Lipid I und Lipid II (Abbildung 2.5) in die PC-GUVs integriert. Lipid I
und Lipid II wurden dabei von der Arbeitsgruppe Sahl zur Verfu¨gung gestellt. Die Kon-
zentration von 0,2 mol% wurde verwendet, um eine a¨hnliche Konzentration der Baktopre-
nolkomponenten wie in Bakterienmembranen herzustellen. In diesen betra¨gt der Anteil an
Lipid II maximal 1 mol% [149].


















































































Abbildung 2.5: Lipidstrukturen der verwendeten Baktoprenolkomponenten C55-P, C55-PP, Lipid
I und Lipid II dargestellt. Die Baktoprenolseitenkette besteht aus elf Isopreneinheiten und besitzt
eine hohe Flexibilita¨t. Von der Pyrophosphatgruppe des Lipid II-Moleku¨ls ist bekannt, dass sie Nisin
als Bindemotiv dient [148].
2.3.1 Ladungsinduzierte Wechselwirkungen
Um die ladungsinduzierten Wechselwirkungen von Nisin mit Lipiddoppelschichten zu cha-
rakterisieren, wurden neutrale und negativ geladene GUVs mit 1,5 µM Nisin-AF647 in-
kubiert. Bei neutralen GUVs, bestehend aus DOPC, verblieb Nisin-AF647 in der Lo¨sung
(Abbildung 2.6 A) und es wurde keine Bindung an die Membran beobachtet. Dagegen fand
eine schnelle Bindung von Nisin-AF647 innerhalb der ersten beiden Minuten an DOPG-
haltige GUVs statt (Abbildung 2.6 B).
Hier zeigte sich an der Membran ein helles Fluoreszenzsignal wohingegen keine Fluoreszenz
von der umgebenden Lo¨sung ausging. Wurden die anionischen GUVs in eine Nisinlo¨sung
gegeben, die außerdem noch Ionen (Na2SO4) enthielt, war die Akkumulation von Nisin an
die Membran stark reduziert (Abbildung 2.6 C). Dies war an einem deutlich schwa¨che-
ren Fluoreszenzsignal an der GUV-Oberfla¨che und einem ho¨heren Hintergrundsignal in
der umgebenden Lo¨sung zu erkennen. Offensichtlich wurden in Anwesenheit von Ionen die
Ladungen sowohl der Membran als auch des Peptids abgeschirmt. Dadurch wurde die at-
traktive elektrostatische Wechselwirkung zwischen den negativ geladenen GUVs und dem
positiv geladenen Nisin mit seiner Gesamtladung von +4 abgeschwa¨cht.












Abbildung 2.6: Ladungsinduzierte Interaktion von Nisin-AF647 mit GUVs hergestellt aus den
Phospholipiden DOPC und DOPG. Die konfokalen Bilder zeigen die Membranbindung bei Zugabe
von 1,5 µM Nisin-AF647 zu (A) DOPC-Membranen in 250 mM Glucoselo¨sung, (B) DOPC/DOPG
(80/20)-Membranen in 250 mM Glucoselo¨sung und (C) DOPC/DOPG (80/20)-Membranen in einer
salzhaltigen Glucoselo¨sung (125 mM Gluose, 30 mM MES, 35 mM Na2SO4). Die Bilder wurden 5
Minuten nach Zugabe von Nisin aufgenommen. Maßstabsbalken 20 µm.
2.3.2 Spezifische Wechselwirkungen
Wie schon von Hasper und Mitarbeitern [137] gezeigt, fu¨hrt die spezifische Bindung von
Nisin an Lipid II-haltige Membranen nicht zu einer homogenen Verteilung von Nisin, son-
dern zu einer Aggregation. Um zu u¨berpru¨fen, ob die Nisinaggregate an Lipid II-haltigen
Membranen tatsa¨chlich sowohl Nisin als auch Lipid II enthielten, wurde gru¨nfluoreszieren-
des Lipid II-Atto488 in DOPC-Membranen integriert und die Fluoreszenz von Nisin-AF647
und Lipid II-Atto488 separat in zwei Kana¨len detektiert (Abbildung 2.7). Ohne Zugabe von
Nisin-AF647 war Lipid II-Atto488 homogen in der Membran der Vesikel verteilt. Dagegen
bildeten sich nach Zugabe von Nisin-AF647 Aggregate. Eine Kolokalisationsanalyse zeig-
te, dass die Aggregate sowohl Nisin als auch Lipid II enthielten. Damit wurde eindeutig
nachgewiesen, dass die spezifische Bindung von Nisin an Lipid II zur schnellen Bildung von
Nisin-Lipid II-Aggregaten in der Membran fu¨hrt.
Danach wurde der Einfluss von konkurrierenden elektrostatischen Wechselwirkungen so-
wohl in der Lipidmatrix als auch in der umgebenden Lo¨sung analog zu Abschnitt 2.3.1 un-
tersucht. Als Referenz dazu wurde die Aggregation in neutralen, Lipid II-haltigen DOPC-
Membranen detektiert, in denen nur die spezifische Wechselwirkungen mit Lipid II eine
Membranbindung von Nisin bewirken ko¨nnen. Wie schon in Abbildung 2.7 gezeigt, riefen
diese spezifischen Wechselwirkungen eine Segregation von Nisin-AF647 zu hellen, fluores-
zierenden Aggregaten in der Membran hervor (Abbildung 2.8 A). Bei der zusa¨tzlichen
Anreicherung der GUV-Membran mit 20 mol% negativ geladenem DOPG wurde sowohl
eine Aggregatbildung als auch eine durch elektrostatische Wechselwirkungen hervorgerufe-
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ne Bindung von Nisin-AF647 beobachtet (Abbildung 2.8 B). In Gegenwart von Ionen in
der umgebenden Lo¨sung waren die elektrostatischen Wechselwirkungen reduziert. Aller-
dings war immer noch eine starke Aggregatbildung zu erkennen (Abbildung 2.8 C). Also
fand trotz der Gegenwart von negativ geladenen Lipiden, die um die Bindung von Nisin
konkurrierten, und von Ionen in Lo¨sung, die die Ladung von Nisin abschirmten, eine starke







Abbildung 2.7: Aggregation von Lipid II-Atto488 und Nisin–AF647. Membranverteilung von 0,2
mol% Lipid II-Atto488 vor (A) und nach (B) Zugabe von 0,2 µM Nisin-AF647 (B). Fu¨r beide Auf-
nahmen wurden die gleichen Mikroskopeinstellungen verwendet. Zur besseren Darstellung wurden
sie aber unterschiedlich kontrastiert, da die Lipid II-Atto488-Aggregate deutlich heller waren als
die homogen verteilten Lipid II-Atto488-Moleku¨le. Fu¨r das Experiment wurden die GUVs zu ei-
ner 250 mM Glucoselo¨sung ohne und mit 0,2 µM Nisin-AF647 gegeben. Kolokalisation der Lipid
II-Atto488- und Nisin-AF647-Moleku¨le innerhalb der Aggregate wurde durch Analyse mittels eines
ImageJ-Moduls 5.9.3 nachgewiesen und durch weiße Pixel angezeigt. Die GUVs wurden 5 Minuten
nach Zugabe von Nisin abgebildet. Maßstabsbalken 10 µm.
Die Aggregatbildung als Zeichen der spezifischen Wechselwirkung von Nisin-AF647 wurde
ebenfalls an GUVs untersucht, welche die anderen Baktoprenolkomponenten des Zellwand-
biosynthesezyklus, C55-P, C55-PP und Lipid I, enthielten. Fu¨r C55-P-haltige DOPC-GUVs
war fast keine Aggregatbildung zu beobachten, wohingegen sie an Lipid I-haltigen Membra-
nen vergleichbar mit der an Lipid II-haltigen GUVs war. Im qualitativen Vergleich befand
sich die Tendenz zur Aggregatbildung fu¨r C55-PP-haltige DOPC-Membranen zwischen der
bei C55-P und Lipid II beobachteten.











Abbildung 2.8: Spezifische Wechselwirkungen von Nisin-AF647 mit Lipid II-haltigen
Phospholipid-GUVs. Die GUVs enthielten jeweils 0.2 mol% Lipid II. Die Zugabe von 1,5 µM
Nisin-AF647 fu¨hrte immer zu einer Aggregation. Gezeigt sind (A) DOPC-Membranen in 250 mM
Glucoselo¨sung, (B) DOPC/DOPG (80/20)-Membranen in Glucoselo¨sung und (C) DOPC/DOPG
(80/20)-Membranen in salzhaltiger Glucoselo¨sung (125 mM Gluose, 30 mM MES, 35 mM Na2SO4).












Abbildung 2.9: Spezifische Wechselwirkungen von Nisin-AF647 mit baktoprenolhaltigen
Phospholipid-GUVs. Die GUVs enthielten jeweils 0.2 mol% der Baktoprenolkomponenten (A) C55-
P, (B) C55-PP und (C) Lipid I. Die Bindung von 1,5 µM Nisin-AF647 an die GUVs in 250 mM
Glucoselo¨sung wurde 5 Minuten nach der Nisinzugabe abgebildet. Maßstabsbalken 20 µm.
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2.4 Aggregatbildung zwischen Nisin und Baktoprenol-
komponenten
Die Aggregation von Nisin an den GUV-Membranen ist offensichtlich ein charakteristi-
sches Merkmal der spezifischen Interaktion mit Lipid II. Wie in Abbildung 2.9 gezeigt, war
sie aber auch mit anderen Baktoprenolkomponenten der Zellwandbiosynthese zu beobach-
ten. Um das Aggregationsverhalten von Nisin in Abha¨ngigkeit vom Baktoprenolbindungs-
partner quantitativ zu analysieren, wurden zum einen die Intensita¨ten der Nisinaggregate
als Referenz der Aggregatgro¨ße als auch die Dichte der Aggregate in einem definierten
Membranabschnitt als Referenz der Wahrscheinlichkeit zur Aggregatbildung bestimmt. Im
Vergleich dazu wurden diese Charakteristika auch fu¨r reine Phospholipidmembranen aus-
gewertet. Die Ergebnisse dieser Analyse sind in diesem Abschnitt beschrieben.
Da der Einsatz von 1,5 µM Nisin-AF647 (Abschnitt 2.3.2) nicht nur zu einer starken Ag-
gregation an Lipid II-haltigen GUVs, sondern auch nach 10 Minuten Inkubationszeit zu
der vollsta¨ndigen Zersto¨rung vieler Vesikel fu¨hrte, wurde zur quantitativen Analyse der
Aggregation die Konzentration von Nisin-AF647 so weit wie mo¨glich reduziert. Durch die
Sensitivita¨t des Detektors des verwendeten Laserrastermikroskops limitiert wurde eine Kon-
zentration von 0,2 µM Nisin-AF647 eingesetzt. Diese Konzentration liegt im oberen Bereich
der minimalen Hemmkonzentration [150].
Fu¨r die quantitative Analyse wurden zuna¨chst 2-dimensionale Querschnitte durch die a¨qua-
toriale Ebene der GUVs aufgenommen. Wie in Abschnitt 2.3 gezeigt, waren fu¨r die Art der
Wechselwirkung von Nisin mit GUV-Membranen verschiedene Bindungsmuster charakteris-
tisch. So band Nisin-AF647 gar nicht an neutrale DOPC-GUVs, an negativ geladenen Mem-
branen wurde eine homogene Bindung beobachtet und eine starke Aggregation fand statt,
wenn ein spezifischer Bindungspartner wie Lipid II vorhanden war. Das bedeutet, dass die
Intensita¨tsprofile von Nisin-AF647 entlang der GUV-Membranen je nach Bindungspartner
sehr unterschiedlich waren und deshalb Informationen u¨ber die Art der Wechselwirkungen
enthielten.
Um die Membranintensita¨tsprofile quantitativ zu analysieren, wurden die ringfo¨rmigen
Membranprofile zuna¨chst linearisiert. Diese Profile sind in Abbildung 2.10 A fu¨r die drei
oben genannten Beispiele gezeigt. Dann wurden die Intensita¨tswerte der Pixel entlang der
GUV-Membran bestimmt und als Histogramm aufgetragen (Abbildung 2.10 B). Fu¨r die
neutralen Membranen verteilten sich die Intensita¨tswerte a¨hnlich einer Normalverteilung
um den Hintergrundwert (blau), da keine Fluoreszenz von Nisin-AF647 an der Membran,
und damit keine Bindung, beobachtet wurde. Eine Gauß-a¨hnliche Verteilung erhielt man
ebenfalls bei der Analyse des Membranprofils von Nisin-AF647 an negativ geladene GUVs
(gru¨n). Die Verteilung verschob sich aber zu ho¨heren Intensita¨tswerten, da im Gegensatz
2.4 Aggregatbildung zwischen Nisin und Baktoprenolkomponenten 47
zu reinen DOPC-GUVs Nisin-AF647 aufgrund von elektrostatischen Wechselwirkungen an
die Membran gebunden war. Eine andere Situation lag bei der spezifischen Bindung von
Nisin-AF647 an Lipid II-haltige Membranen vor. Ein Teil der Nisinmoleku¨le war homo-
gen gebunden, was in etwa zu einer Normalverteilung der Intensita¨tswerte fu¨hrte. Aber
zusa¨tzlich gab es einige sehr hohe Intensita¨tswerte, die außerhalb der Normalverteilung la-
gen (rot). Diese Werte entsprachen den Signalen an den Stellen, an denen Nisin-AF647 zu
Aggregaten akkumuliert war.

































Abbildung 2.10: Analyse der Intensita¨tsprofile von Nisin-AF647 entlang GUV-Membranen unter-
schiedlicher Zusammensetzung. (A) Linearisierte Profile des Nisin–AF647-Fluoreszenzsignals ent-
lang DOPC-, DOPC/DOPG- und DOPC/Lipid II-GUVs nach 5-minu¨tiger Inkubation. (B) Dar-
stellung der Fluoreszenzintensita¨tswerte der Linienprofile aus (A) in Form von Histogrammen.
(C) Graphische Darstellung der normierten Intensita¨tswerte entlang der Linienprofile aus (A).
Nisin–AF647-Aggregate zeigten signifikant ho¨here Intensita¨tswerte (rote Kurve) als die Basislinien-
intensita¨t (schwarze Linie, durch die Normierung als Nullwert definiert). Die gestrichelte Linie zeigt
den Schwellenwert (3·σ) zur Selektion der signifikanten Aggregatintensita¨ten an.
Als Maß fu¨r die Aggregationstendenz wurden die Gro¨ße und die Liniendichte der Aggregate
fu¨r die verschiedenen Baktoprenolkomponenten bestimmt. Um den Aggregaten Intensita¨ts-
werte zuzuordnen, wurden die Werte der linearisierten Intensita¨tsprofile wie in Abschnitt
5.9.2 beschrieben normiert. Dies ergab Intensita¨tsprofile, die nun vergleichbar analysiert
werden konnten (Abbildung 2.10 C). Nur die Intensita¨tswerte der Aggregate ragten als
Peaks u¨ber die fluktuierenden Intensita¨tswerte heraus. Als Auswahlkriterium wurde ein
Schwellenwert von 3·σ festgelegt. Innerhalb dieses Intervalls lagen mit einer Wahrschein-
lichkeit von 99,7 % alle normalverteilten Werte. Somit wurden bei Annahme einer Nor-
malverteilung mit großer Wahrscheinlichkeit die Werte selektiert, die nicht normalverteilt
waren.
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Die Aggregatgro¨ße dru¨ckte sich in der Ho¨he der Intensita¨tswerte an den Stellen der Aggrega-
te aus; je ho¨her diese Werte waren, umso mehr Farbstoffe und damit Nisinmoleku¨le waren in
diesem Bereich akkumuliert. Die Aggregatdichte wurde berechnet, indem die Ha¨ufigkeit der
Peakwerte in einem La¨ngenintervall der Membran bestimmt wurde. Es wurden die mittleren
Aggregatgro¨ßen und -dichten von mindestens 15 GUVs fu¨r jede Membranzusammensetzung
ermittelt. Zur Analyse der Intensita¨tsprofile wurde ein MATLAB-Softwareprogramm ver-
wendet (Abschnitt 5.9.2). Die Aggregatbildung wurde fu¨r DOPC-GUVs quantifiziert, die
mit jeweils 0,2 mol% der Baktoprenolkomponenten C55-P, C55-PP, Lipid I und Lipid II
angereichert waren. Zum Vergleich fu¨r den Einfluss der elektrostatischen Wechselwirkung
auf die Aggregatbildung, wurden außerdem negativ geladene GUVs, die 20 mol% DOPG
























































































Abbildung 2.11: Mittlere Peakintensita¨ten (A) und mittlere Peakdichten (B) verschiedener
Phospholipid- und Baktoprenolmischungen. Der Standardfehler ist durch die Fehlerbalken ange-
geben. Es wurden mindestens 15 GUVs fu¨r jede Membranzusammensetzung analysiert (DOPC: N
= 24, DOPC/DOPG: N = 20, DOPC/C55-P: N = 19, DOPC/C55-PP: N = 28, DOPC/Lipid I: N =
15, DOPC/Lipid II: N = 21). Signifikanz wurde mittels eines unabha¨ngigen, zwei-seitigen t-Testes
bestimmt. Bei vorhandener Signifikanz wurde dies mit Sternchen gekennzeichnet (*** fu¨r p < 0,005
und ** fu¨r p < 0,01).
Die ho¨chste Aggregatdichte wurde fu¨r Lipid II-haltige GUVs beobachtet. Allerdings war die
Dichte fu¨r Lipid I- und C55-PP-haltige GUVs a¨hnlich hoch. Deutlich niedriger war hingegen
die Dichte fu¨r C55-P-haltige, neutrale und negativ geladene GUVs. In Lipid II- und Lipid
I-haltigen GUVs wurden die gro¨ßten Aggregatintensita¨ten beobachtet. Interessanterweise
waren die fu¨r die beiden Membranzusammensetzungen bestimmten und gemittelten Peak-
werte von vergleichbarer Ho¨he. Dies bedeutet, dass im Mittel ungefa¨hr die gleiche Anzahl
an Nisinmoleku¨len in diesen Aggregaten akkumuliert war. Die Gro¨ße der C55-PP-haltigen
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Aggregate war signifikant kleiner. Ein signifikanter Gro¨ßenunterschied wurde ebenfalls zwi-
schen C55-PP- und C55-P-haltigen Aggregaten beobachtet. Die Aggregate an C55-P-haltigen
Membranen waren nur unwesentlich gro¨ßer als der Referenzwert fu¨r neutrale und negativ
geladenen Membranen, an denen keine spezifischen Wechselwirkungen von Nisin-AF647
auftraten. Fu¨r alle GUV-Zusammensetzungen, fu¨r die nur unspezifische Wechselwirkungen
auftreten konnten, wurden nur kleine Aggregate mit geringer Membrandichte beobachtet.
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2.5 Messung der Lipidmobilita¨t mittels
Lichtblattmikroskopie
Durch Einzelmoleku¨lverfolgung kann die Bewegung von einzelnen Moleku¨len in einem Me-
dium, z. B. einer Membran, untersucht werden. Durch die Analyse von Moleku¨ltrajektorien
ko¨nnen verschiedene Bewegungsformen wie aktiver Transport, begrenzte oder freie Diffu-
sion identifiziert werden. Die freie Diffusion kann anhand eines Diffusionskoeffizienten cha-
rakterisiert werden. Handelt es sich um Moleku¨le, die sich in einer homogenen Lipiddoppel-
schicht bewegen, kann der Zusammenhang zwischen Diffusionskoeffizient und Partikelradius
durch die Gleichungen 1.2 und 1.3 beschrieben werden.
In dieser Arbeit wurde von dem Zusammenhang zwischen Moleku¨lradius und Diffusions-
koeffizient Gebrauch gemacht, um den Aggregationsprozess zwischen Nisin und Lipid II
zu charakterisieren. Da einzelne Lipid II-Moleku¨le einen geringeren Radius besitzen als
Nisin-Lipid II-Aggregate, weisen einzelne Lipid II-Moleku¨le eine ho¨here Mobilita¨t auf als
in Aggregaten komplexierte Lipid II-Moleku¨le. Die Messung der Diffusionskoeffizienten von
fluoreszenzmarkierten Lipid II-Moleku¨len lieferte somit einen direkten Aufschluss u¨ber den
Grad der Aggregation und der durch Interaktion zwischen Nisin und Lipid II initiierte
Aggregationsprozess war direkt nachvollziehbar. Die Messungen der Lipidmobilita¨t wurden




Abbildung 2.12: Schematische Darstellung der Lichtblattfluoreszenzmikroskopie. Durch die Be-
leuchtung der fokalen Ebene der Probe mit einem du¨nnen Lichtblatt (1-10 µm [151]) senkrecht zu
der Detektionsrichtung wird ein optischer Schnitteffekt erreicht. Nur in der beleuchteten Schicht
wird Fluoreszenz angeregt und detektiert.
Bei der Lichtblattmikroskopie wird die Probe mit einem du¨nnen Lichtblatt beleuchtet und
die Fluoreszenz senkrecht zur Beleuchtung detektiert. Durch diese Art der Beleuchtung
und Anordnung wird die Hintergrundfluoreszenz im Vergleich mit der Epi-Fluoreszenz-
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mikroskopie deutlich reduziert. Dieser intrinsische optische Schnitteffekt erlaubt es, einzelne
Moleku¨le mit einem sehr hohen Signal-zu-Rausch-Verha¨ltnis (SRV) zu beobachten [152].
Der Aufbau des verwendeten Mikroskops wurde von Dr. Jo¨rg Ritter und Dr. Jan-Hendrik
Spille entworfen, realisiert und charakterisiert [153, 151].
Es wurden GUVs bestehend aus POPC-Lipiden (Abbildung 2.13) verwendet, die 0,2 mol%
Lipid II enthielten. Als Indikatoren fu¨r die POPC- und Lipid II-Mobilita¨t wurden mit
Atto647 markierte POPE- und Lipid II-Moleku¨le verwendet. Zur Markierung der Lipide
wurde der Farbstoff kovalent an ihre Kopfgruppen gekoppelt (Abschnitte 5.4.1 und 5.4.2).
Markierte Lipide wurden in einer sehr hohen Verdu¨nnung von 10−6 mol% beigefu¨gt, sodass
die Fluoreszenzsignale mit ausreichender Separation detektiert werden konnten. Somit war
nur eines von 200.000 Lipid II-Moleku¨len mit einem Fluoreszenzfarbstoff markiert und der















Abbildung 2.13: Moleku¨lstruktur des Phospholipids 1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-
phosphocholin (POPC), das fu¨r die Pra¨paration der GUVs verwendet wurde.
Als Probenkammer wurde eine maßangefertigte Glasku¨vette verwendet (Abbildung 5.5).
Die Proben wurden wie in Abschnitt 5.8.3 beschrieben pra¨pariert. Die Probenkammer wur-
de mit einem Glasdeckel verschlossen, um die Bewegungen der GUVs durch Konvektion
weitgehend zu verhindern. Zur Filmaufnahme wurde die Kammer so im Lichtblatt posi-
tioniert, dass nur die obere Membrankappe der GUVs beleuchtet wurde (Abbildung 2.14).
Fu¨r jede experimentelle Bedingung wurden sechs Proben pra¨pariert, in denen jeweils 3-5
GUVs vermessen wurden. Die verwendeten Aufnahmeparameter sind in Abschnitt 5.8.3
des Methodenteils aufgefu¨hrt.
Abbildung 2.14: Schematische Darstellung der Lichtblattfluoreszenzmikroskopie an GUVs. Die
GUVs wurden in eine maßangefertigte Ku¨vette gegeben, die bis zum Rand mit Flu¨ssigkeit gefu¨llt
und mit einem Glasdeckel abgedeckt wurde. Dadurch wurden Bewegungen der GUVs durch Kon-
vektion gro¨ßtenteils verhindert. Die Probenkammer wurde so positioniert, dass das Lichtblatt die
Membrankappe der GUVs beleuchtete und somit die Bewegung der einzelnen Lipide nur in dieser
Schicht detektiert wurde.
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Bei Verwendung eines stabilen und hellen Farbstoffes wie Atto647 wird das Signal-zu-
Rausch-Verha¨ltnis und damit auch die Genauigkeit der Lokalisierung erho¨ht [151]. Das
Signal-zu-Rausch-Verha¨ltnis wurde mittels SRV =
ISignal
σHintergrund
mit der Amplitude des Si-
gnals ISignal und dem Hintergrundrauschen σHintergrund bestimmt. Das SRV der Signale
war sehr hoch (Abbildung 2.15) und lag im Bereich von 20-30. Es besteht ein Zusam-
menhang zwischen SRV und Lokalisierungsgenauigkeit, da die Lokalisierungsgenauigkeit
hauptsa¨chlich von der detektierten Photonenzahl des Emitters abha¨ngt. Sie ist aber auch
durch die Pixelgro¨ße, das Detektorrauschen, die Bewegung des Emitters sowie die Stabi-
lita¨t des Mikroskopaufbaus limitiert. Fu¨r einen typischen Diffusionskoeffizienten von D = 5
µm2/s ergab sich mit den fu¨r die Messungen verwendeten Kameraeinstellungen (Abschnitt








Abbildung 2.15: Signal eines Atto647-Farbstoffes und das zugeho¨rige Intensita¨tsprofil mit einem
typischen Signal-zu-Rausch-Verha¨ltnis von ≈ 27.
Nach ihrer Lokalisierung wurden die Fluoreszenzsignale zu Trajektorien verknu¨pft (Abbil-
dung 2.16, Abschnitt 5.9.4). Die GUV-Membran ist eine Schicht von nur ≈ 4 nm Dicke
[154], somit ist die Bewegung der Lipidmoleku¨le auf die kugelfo¨rmige GUV-Oberfla¨che be-
schra¨nkt. Bei einem typischen Diffusionskoeffizienten von D = 5 µm2/s wa¨re die in einer
planaren Ebene zuru¨ckgelegte Strecke x(∆t) =
√
4 ·D ·∆t. Bei einer verwendeten Bildrate
von 100 Hz (Abschnitt 5.8.3) ha¨tte sich das beobachtete Lipid somit um x = 447,21 nm
zwischen zwei Aufnahmen bewegt. Da die GUV-Oberfla¨che gekru¨mmt ist, wa¨re die eigent-
lich zuru¨ckgelegte Strecke b jedoch gro¨ßer. U¨ber folgenden Zusammenhang la¨sst sich die
Strecke b berechnen: b = 2RGUV · sin−1 x2RGUV . Damit ergibt sich b = 447,25 nm bei ei-
nem GUV-Radius von RGUV = 10 µm. Die Differenz der Werte fu¨r x und b betra¨gt damit
nur 0,01 %. Bei großem Durchmesser der GUVs (> 10 µm), d.h. bei kleiner Membran-
kru¨mmung, la¨sst sich die Bewegung der Lipide auf der Membrankappe der GUVs also sehr
gut als zweidimensionale Diffusion in einer Ebene beschreiben.
Abbildung 2.16: Die Sequenz zeigt Aufnahmen eines diffundierenden Lipid II-Atto647-Moleku¨ls.
In rot ist die Bewegungstrajektorie des Moleku¨ls dargestellt. Die gestrichelte Linie zeigt die be-
leuchtete Membrankappe des GUVs an. Die Filme wurden mit einer inversen Bildrate von 10 ms
aufgenommen. Das Zeitintervall zwischen den hier abgebildeten Aufnahmen betra¨gt jeweils 100 ms.
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2.6 Die Dynamik des Nisin-Lipid II-Aggregationsprozesses
2.6.1 Analyse der mittleren Diffusionskoeffizienten
Um den Aggregationsprozess von Nisin und Lipid II zu charakterisieren, wurde die
Lipid II-Diffusion ohne Zusatz von Nisin und als Funktion der Zeit nach Zugabe von Nisin
gemessen. Wie in Abschnitt 2.3.2 gezeigt, wurde durch die Zugabe von Nisin der Aggre-
gationsprozess von Lipid II in Gang gesetzt. Es wurden zwei verschiedene Nisin-zu-Lipid
II-Konzentrationsverha¨ltnisse untersucht. Das Verha¨ltnis entsprach fu¨r die niedrigere Ni-
sinkonzentration von 0,2 µM einem Wert von 4:1 und fu¨r die ho¨here Konzentration von
1,5 µM einen Wert von 30:1. Die Konzentration von 0,2 µM lag im Bereich der minimalen
Hemmkonzentration [150].
Um die zeitliche Vera¨nderung der mittleren Diffusionskoeffizienten nach Zugabe von Nisin
zu untersuchen, wurden die Trajektorien 5-minu¨tigen Zeitintervallen zugeteilt und fu¨r je-
des Zeitintervall wie in 5.9.4 beschrieben ein MSD-Plot erstellt. In Abbildung 2.17 sind die
MSD-Plots fu¨r die vier sich ergebenden Zeitintervalle getrennt fu¨r die beiden Nisinkonzen-
trationen dargestellt. (A) zeigt die Kurven fu¨r die Zugabe von 0,2 µM Nisin und (B) fu¨r die
Zugabe von 1,5 µM Nisin. Zum Vergleich sind in grau die MSD-Plots fu¨r die Diffusion ein-
zelner Lipid II-Atto647-Moleku¨le ohne Zugabe von Nisin gezeigt. Durch lineare Anpassung
der Kurven konnte nach Gleichung 5.4 aus der Steigung der MSD-Plots der Diffusionsko-
effizient bestimmt werden. Die Standardfehler der einzelnen MSD-Werte waren aufgrund
der großen Datenmenge (≥ 10.000 Datenpunkte zur Berechnung eines MSD-Wertes) sehr
gering (≤ 0,02 µm2) und sind in der Darstellung nicht zu erkennen, da sie kleiner als die
eingezeichneten Datenpunkte waren. Der Fehler der Diffusionskoeffizienten wurde aus der
linearen Anpassung wie in Abschnitt 5.9.4 beschrieben erhalten.
Fu¨r die Referenzmessung ohne Zugabe von Nisin ergab sich fu¨r den Diffusionskoeffizien-
ten von Lipid II-Atto647 DMSD = 5,5 ± 0,1 µm2/s. Die Werte fu¨r DMSD nach Zugabe
von Nisin sind in Tabelle 2.1 zusammengefasst. Fu¨r beide Nisinkonzentrationen wurde eine
kontinuierliche Reduktion der Lipid II-Mobilita¨t beobachtet. Das wurde erwartet, da Nisin
die Aggregation von Lipid II induziert und dadurch eine A¨nderung der Lipid II-Mobilita¨t
hervorruft. Der Effekt war sta¨rker ausgepra¨gt fu¨r die ho¨here Nisinkonzentration. Bei Zu-
gabe von 0,2 µM Nisin wurde der Wert von DMSD = 5,3 ± 0,1 µm2/s nach 5-minu¨tiger
Inkubation kontinuierlich bis auf einen Wert von DMSD = 4,6 ± 0,1 µm2/s nach 25 Mi-
nuten Inkubation reduziert. Dieser Wert war bei der Inkubation mit 1,5 µM Nisin bereits
nach 5 Minuten erreicht und reduzierte sich nach 25 Minuten Inkubation weiter auf einen
Wert von DMSD = 4,3 ± 0,1 µm2/s.
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A B0,2 µM Nisin 1,5 µM Nisin
Abbildung 2.17: MSD-Kurven nach Zugabe von (A) 0,2 µM Nisin und (B) 1,5 µM Nisin. Die
MSD-Kurven quantifizieren die Diffusion von Lipid II-Atto647 abha¨ngig von der Inkubationszeit und
des Nisin-zu-Lipid II-Konzentrationsverha¨ltnisses. MSDs wurden jeweils fu¨r 5-minu¨tige Intervalle
berechnet. Mit zunehmender Inkubationszeit nimmt die Steigung der linearen Kurven ab (von hell-
zu dunkelblau). In grau ist zum Vergleich die MSD-Kurve fu¨r die Diffusion einzelner Lipidmoleku¨le





fu¨r 0,2 µM Nisin
DMSD [µm
2/s]
fu¨r 1,5 µM Nisin
5-10 min 5,3 4,6
10-15 min 5,1 4,8
15-20 min 4,7 4,7
20-25 min 4,6 4,3
Standardfehler ≤ 0,1 µm2/s
Tabelle 2.1: Zeitabha¨ngige Mobilita¨t von Lipid II-Atto647-Moleku¨len in POPC-GUVs, die 0,2
mol% Lipid II enthielten, nach Zugabe von 0,2 µM und 1,5 µM Nisin.
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2.6.2 Verteilung der Diffusionskoeffizienten
Ein detaillierteres Bild des Aggregationsprozesses ergibt sich, wenn man anstatt der mittle-
ren Diffusionskoeffizienten die Verteilung der Diffusionskoeffizienten betrachtet. Eine solche
Verteilung reflektiert auch die Gro¨ßenverteilung der mobilen Lipid II-Aggregate und liefert
damit mehr Informationen u¨ber den Aggregationszustand unter bestimmten Bedingungen.
Um eine Verteilung der Diffusionskoeffizienten zu erhalten, wurde diese fu¨r jede einzelne
Trajektorie wie in Abschnitt 5.9.4 beschrieben bestimmt. Dafu¨r wurde aus den Positionen
jeder Trajektorie ein MSD-Plot berechnet und mittels linearer Anpassung nach Gleichung
5.4 der Diffusionskoeffizient berechnet. Es wurde zuna¨chst u¨berpru¨ft, welche Filterkriterien
fu¨r die Datenanalyse angewendet werden sollten. Eine lineare Anpassung wird u¨berhaupt
erst ab einer Mindestzahl von drei Datenpunkten sinnvoll, also ab einer Trajektorienla¨nge
von mindestens drei Spru¨ngen. Da sich aus diesen sehr kurzen Trajektorien aber nur sehr
wenige Datenpunkte fu¨r die MSD-Plots gewinnen lassen, waren diese durch entsprechend
geringe Anpassungsgu¨ten gekennzeichnet (Abbildung 2.18 A). Damit zusammenha¨ngend
ergab sich ein sehr hoher Anteil an negativen Diffusionskoeffizienten fu¨r die sehr kurzen
Trajektorien (Abbildung 2.18 B). Negative Diffusionskoeffizienten ergaben sich aus einer
negativen Steigung der MSD-Plots, sind physikalisch aber unsinnig. Als Filterkriterium
wurde daher eine Mindestzahl von fu¨nf Spru¨ngen je Trajektorie festgelegt. Damit wurde
zwar etwa ein Drittel der gesamten Datenmenge verworfen (Abbildung 2.18 C), aber der
Anteil der negativen Diffusionswerte auf etwa 1 % reduziert.
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Abbildung 2.18: Die Abbildung zeigt den Einfluss der Trajektorienla¨nge auf die mittlere An-
passungsgu¨te (Fehlerbalken entsprechen den Standardabweichungen) (A) und auf den Anteil an
negativen Diffusionskoeffizienten (B). In (C) ist das Histogramm der Trajektorienla¨nge gezeigt. Der
Erstellung der Graphen lagen alle 23.365 Trajektorien zugrunde, die aus den Messungen der Lipid
II-Mobilita¨t ohne und mit Zusatz von Nisin ermittelt wurden.
Die mit dem genannten Filterkriterium bestimmten kumulativen Verteilungen der Diffu-
sionskoeffizienten sind in Abbildung 2.19 nach Zugabe von 0,2 µM und 1,5 µM Nisin in
Abha¨ngigkeit der Inkubationsdauer gezeigt. Natu¨rlich sind alle Trajektorien, die die Ba-
sis der Verteilungen bilden, stochastischer Natur. Deswegen erwartet man auch bei einer
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einheitlichen Gro¨ße der beobachteten Partikel eine starke Variation der D-Werte. Dies war
anhand der grauen Kurve deutlich zu sehen. Diese Kurve entspricht der Verteilung der
Diffusionskoeffizienten von einzelnen Lipid II-Atto647-Moleku¨len ohne Zugabe von Nisin.
Diese Kurve kann aber als Referenz verwendet werden, um anhand der Unterschiede zu
den anderen Kurven nach Zugabe von Nisin den Aggregationsprozess zu charakterisieren.




























0,2 µM Nisin 1,5 µM Nisin
Abbildung 2.19: Kumulative Verteilungen der Lipid II-Atto647 Diffusionskoeffizienten nach Zu-
gabe von (A) 0,2 µM und (B) 1,5 µM Nisin. Mit zunehmender Inkubationszeit verschieben sich die
Kurven nach links d. h. zu kleineren Diffusionskoeffizienten. Der Effekt ist sta¨rker ausgepra¨gt fu¨r
die ho¨here Nisinkonzentration. Die Bereiche der Kurven bei D = 5 µm2/s sind rot hervorgehoben
(s. Text). Zum Vergleich zeigen die grauen Kurven die Verteilung der Diffusionskoeffizienten ohne
Zugabe von Nisin.
Nach Zugabe von Nisin wurden deutliche Unterschiede zur Referenz beobachtet. Wie nach
der Bestimmung der mittleren Diffusionskoeffizienten erwartet, zeigten die Verteilungen mit
zunehmender Inkubationszeit eine Verschiebung hin zu kleineren Diffusionskoeffizienten.
Das weist darauf hin, dass die Zugabe von Nisin zu einer stetigen Zunahme der Trajektorien
mit kleineren Diffusionskoeffizienten fu¨hrte. Diese Beobachtung kann mit der zunehmenden,
nisininduzierten Aggregation der Lipid II-Moleku¨le erkla¨rt werden. Wie in den MSD-Plots
schon erkennbar, war ein Unterschied fu¨r die beiden Nisinkonzentrationen vorhanden. So
war die Verschiebung der Verteilung fu¨r das ho¨here Nisin-zu-Lipid II-Verha¨ltnis deutlicher
sichtbar. Bei der Inkubation mit 0,2 µM Nisin nahm der Anteil der Diffusionskoeffizienten
mit D ≤ 5 µm2/s stetig auf 57,6 % zu. Im Vergleich dazu lag der Anteil ohne Zugabe von
Nisin bei 45,0 %. Nach 20 Minuten Inkubation wurde keine Vera¨nderung der Verteilung
mehr beobachtet (Abbildung 2.19 A).
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Die Inkubation mit 1,5 µM Nisin fu¨hrte dagegen bereits nach 10 Minuten zu einer Reduzie-
rung des Anteils D ≤ 5 µm2/s auf 54,8 %. Nach 15 Minuten war dieser Anteil auf 61,3 %
angestiegen und vera¨nderte sich anschließend kaum noch. Im Gegensatz zu der geringeren
Nisinkonzentration vera¨nderte sich aber zusa¨tzlich nach 20 Minuten Inkubation noch der
Anteil der Moleku¨le mit geringeren Diffusionskoeffizienten. Es erho¨hte sich der Anteil mit
D ≤ 2,5 µm2/s deutlich von 11,3 % ohne Nisinzugabe auf 18 % (Abbildung 2.19 A).
2.6.3 Berechnung repra¨sentativer Diffusionskoeffizienten
Vor dem Hintergrund der bekannten Nisin-Lipid II-Aggregation kann man spekulieren, ob
die Unterschiede, die in den Verteilungen der Diffusionskoeffizienten im Bereich der niedri-
geren Mobilita¨ten fu¨r die beiden Nisinkonzentrationen beobachtet wurden, auf eine Bildung
von gro¨ßeren Aggregaten bei einem ho¨heren U¨berschuss von Nisin hindeuten. Da allerdings
auch die Verteilung der Diffusionskoeffizienten fu¨r Lipid II-Atto647 ohne Zugabe von Nisin
D-Werte in diesem Bereich besitzt, kann keine einfache Relation fu¨r die Ermittelung von
Aggregatgro¨ßen angewendet werden. Deshalb wurden anhand von Verteilungen der quadra-
tischen Absta¨nde und Sprungweitendiagrammen die Daten parametrisiert und repra¨senta-
tive Diffusionskoeffizienten ermittelt. Diese wurden verwendet, um eine Vera¨nderung der
Mobilita¨tsbeitra¨ge zu quantifizieren und Aggregatgro¨ßen zu bestimmen.
Fu¨r jeden der acht Datensa¨tze, die fu¨r die vier Zeitintervalle und jeweils zwei Nisinkonzen-
trationen erstellt wurden, wurden zuna¨chst die Sprungweitenverteilungen und die kumu-
lativen Verteilungen der Abstandsquadrate berechnet. Es wurde eine globale Anpassung
der Gleichungen 5.7 und 5.8 an die Datensa¨tze durchgefu¨hrt, um die repra¨sentativen Dif-
fusionskoeffizienten zu erhalten. Die Gleichungen gelten fu¨r die zweidimensionale Diffusion
und beru¨cksichtigen mehrere Diffusionskoeffizienten D i. Damit kann zwischen verschiede-
nen Diffusionsspezies unterschieden werden. Die Parameter Ai geben die jeweiligen relativen
Ha¨ufigkeiten an, mit denen die Diffusionskoeffizienten D i repra¨sentiert waren. Um die Kor-
relation der Parameter Ai und D i zu reduzieren, wurde die Anzahl der freien Parameter
verringert. Dafu¨r wurden fu¨r alle acht Verteilungen gemeinsame Diffusionskoeffizienten D i
gesucht, wa¨hrend die relativen Anteile Ai optimiert wurden.
Die optimale Anzahl der Mobilita¨tsfraktionen Ai kann durch das korrigierte Bestimmt-
heitsmaß R2 abgeleitet werden. Das korrigierte Bestimmtheitsmaß ist definiert als R
2
=
1 − QSRGSQ · N−1N−K−1 mit QSR = Quadratsumme der Residuen, GSQ = Gesamtsumme der
Quadrate, N = Anzahl der Datenpunkte und K = Anzahl der unabha¨ngigen Variablen.
R
2
na¨hert sich dem Wert 1 fu¨r gute Anpassungsmodelle und beru¨cksichtigt nicht nur die
Anpassungsgu¨te, sondern auch die Komplexita¨t des Modells, die von der Anzahl der freien
Parameter abha¨ngt.
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Die Kurvenanpassung des gesamten Datensatzes wurde mit unterschiedlich vielen Mobi-
lita¨tsfraktionen Ai (
∑n
i=1Ai = 1, n = 1, 2, 3, 4 oder 5) durchgefu¨hrt, sodass sich eine
Gesamtzahl an freien Parametern von K = 11 (8 Ai-Werte + 3 D i-Werte), K = 19 (2 · 8
Ai-Werte + 3 D i-Werte) und so weiter ergab. Die R
2
-Werte sind in Abbildung 2.20 A in
Abha¨ngigkeit der Anzahl n der Mobilita¨tsfraktionen gezeigt. Eine deutliche Verbesserung
der Anpassung des gesamten Datensatzes wurde bis zu einer Anzahl von drei Fraktionen er-
reicht; mit einer weiteren Steigerung der Anzahl n wurde nur noch eine minimale Erho¨hung
des R
2
















Abbildung 2.20: (A) Abha¨ngigkeit des korrigierten Bestimmtheitsmaßes von der Anzahl n der
Mobilita¨tsfraktionen. (B) Beispieltrajektorien fu¨r die ermittelten Diffusionskoeffizienten D1 (einzel-
ne Lipid II-Moleku¨le), D2 (kleine Lipid II-Aggregate) und D3 (große Lipid II-Aggregate).
Unter Beru¨cksichtigung von drei Mobilita¨tsfraktionen wurden die drei Diffusionskonstanten
D1 = 5,1 µm
2/s, D2 = 2,6 µm
2/s und D3 = 0,3
2/s mit einem Standardfehler von jeweils ±
0,01 µm2/s bestimmt. Die Analyse der Sprungweiten lieferte dieselben Werte wie die Analy-
se der kumulativen Verteilungen der Abstandsquadrate. Beispielhaft sind in Abbildung 2.20
B drei Trajektorien mit den entsprechenden Diffusionskoeffizienten gezeigt. Anhand dieser
Trajektorien erkennt man, dass Lipid II-Moleku¨le mit einem Diffusionskoeffizienten von D2
und D3 in gleicher Zeit deutlich geringere Distanzen zuru¨cklegten als Lipid II-Moleku¨le mit
einem Diffusionskoeffizienten D1. Wie spa¨ter noch in Abschnitt 2.7.1 beschrieben wird, war
der Diffusionskoeffizient D1 dem Diffusionskoeffizienten DLII = 5,3 µm
2/s, der fu¨r einzelne
Lipid II-Atto647-Moleku¨le ohne Zugabe von Nisin bestimmt wurde, sehr a¨hnlich. Deswegen
wurden die Fraktionen mit D1 freien Lipid II-Moleku¨len zugeordnet. D2 war gegenu¨ber D1
um die Ha¨lfte und D3 gegenu¨ber D1 sogar um eine Gro¨ßenordnung reduziert. Als Ursa-
che fu¨r die Mobilita¨tsverringerung der Lipid II-Atto647-Moleku¨le wurde ihre Komplexie-
rung in Nisin-Lipid II-Aggregaten angenommen. Die zu D2 und D3 korrespondierenden
Lipid II-Aggregate werden im Folgenden als kleine und große Aggregate bezeichnet.
Die Mobilita¨tsanteile der drei Diffusionskoeffizienten vera¨nderten sich abha¨ngig von der
Inkubationszeit und der Nisinkonzentration (Abbildung 2.21). Die relative Anzahl der ein-
zelnen Lipid II-Moleku¨le mit D1 nahm mit der Zeit ab, wobei dies bei der hohen Nisin-
konzentration von 1,5 µM schneller und sta¨rker der Fall war. Gleichzeitig war ein Anstieg
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des Beitrags der zweiten Fraktion mit dem Diffusionskoeffizienten D2 zu beobachten. Der
dritte Diffusionskoeffizient D3 war nur fu¨r die la¨ngste Inkubationszeit und ho¨chste Nisin-
konzentration pra¨sent. Der Anteil betrug 5 %.



























1,5 µM Nisin0,2 µM Nisin
Abbildung 2.21: Dargestellt sind die relativen Anteile der Fraktionen A1, A2 und A3. Fehlerbalken
(Standardfehler ≤ 0,02) sind kleiner als die Datenpunkte.
Eine anschaulichere Darstellung als die kumulativen Verteilungen der Abstandsquadrate
liefern die Sprungweitenverteilungen. An diese Verteilungen wurde mit den ermittelten
D-Werten eine globale Anpassung der Gleichung 5.7 vorgenommen. Das Ergebnis ist in
Abbildung 2.22 gezeigt. Die Mobilita¨tsanteile sind entsprechend der zugeho¨rigen D-Werte
eingefa¨rbt. Daran ist zu erkennen, dass die kleinen Aggregate (rote Kurven fu¨r D2) schon 5
Minuten nach Zugabe von 0,2 µM Nisin zu beobachten waren und sich die großen Aggregate
(violette Kurve fu¨r D3) nur wie oben beschrieben bei la¨ngerer Inkubation (> 20 Minuten)
mit der ho¨heren Konzentration von 1,5 µM Nisin bildeten.
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A 1,5 µM Nisin





















































































































































Abbildung 2.22: Die Abbildung zeigt den globalen Fit (schwarze Kurven) an die zeitabha¨ngigen
Sprungweitenhistogramme nach Zugabe von (A) 0,2 µM und (B) 1,5 µM Nisin. Die Anpassung
ergab die Werte D1 = 5,1 µm
2/s (blaue Kurven), D2 = 2,6 µm
2/s (rote Kurven) und D3 = 0,3
µm2/s (violette Kurve). U¨ber den Sprungweitenhistogrammen sind die jeweiligen Residuen, die sich
aus der globalen Anpassung ergaben, dargestellt.
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2.7 Gro¨ßenabscha¨tzung der Nisin-Lipid II-Aggregate
Mit den entsprechenden Modellen fu¨r die Diffusion von Moleku¨len in Membranen lassen sich
aus gemessenen Diffusionskoeffizienten Membranviskosita¨ten und Partikelradien berechnen
(Abschnitt 1.2.1). Um die Viskosita¨t der in den Experimenten verwendeten Membranen zu
bestimmen, wurden Referenzmessungen mit Lipiden bekannter Gro¨ße durchgefu¨hrt. Den
repra¨sentativen Diffusionskoeffizienten, die fu¨r die Mobilita¨t von Lipid II nach Zugabe von
Nisin mit einem globalem Fit ermittelt wurden, konnten dann entsprechende Aggregatradi-
en zugeordnet werden. Mit einem einfachen geometrischen Modell wurde anschließend die
Anzahl der Lipid II-Moleku¨le pro Aggregat abgescha¨tzt.
2.7.1 Berechnung der Membranviskosita¨t und der Lipidradien
Um die Viskosita¨t der Membran zu bestimmen, wurde als erstes die Diffusion von POPE-
Atto647 in POPC-Membranen jeweils ohne und mit Zusatz von 0,2 mol% Lipid II ana-
lysiert. POPE-Atto647 wurde als Indikator der Membranmobilita¨t eingesetzt, da ange-
nommen wurde, dass die Mobilita¨t von POPE-Atto647 hauptsa¨chlich von den Lipidketten
bestimmt wird. Da diese dieselben wie bei POPC sind, sollte POPE-Atto647 das Diffusions-
verhalten der Lipide in der Membran gut wiedergeben. Der Einfluss des Farbstoffes wurde
als vernachla¨ssigbar angesehen, da er u¨ber eine Kohlenwasserstoffkette aus fu¨nf Kohlenstoff-
atomen mit der Kopfgruppe des POPE-Moleku¨ls verknu¨pft war. Deshalb sollte er in der
umgebenden Lo¨sung verbleiben, die eine deutlich niedrigere Viskosita¨t als die Membran
besaß und somit die Bewegung des Lipids nicht behinderte. Durch die Mobilita¨tsmessung
sowohl in reinen POPC-Membranen als auch in Lipid II-haltigen POPC-Membranen wurde
u¨berpru¨ft, ob der Zusatz von Lipid II die Mobilita¨t der Lipide beeinflusst. Die Werte der
Diffusionskoeffizienten wurden mittels MSD-Analyse (DMSD) sowie der Auswertung der
kumulativen Verteilung der Abstandsquadrate (DCD) als auch der Sprungweitenverteilung
(DJD) erhalten. Die Anpassungskurven sind in Abbildung 2.23 gezeigt, die ermittelten
Werte sind in Tabelle 2.2 aufgefu¨hrt.
Das Saffman-Delbru¨ck-Modell [62] gilt fu¨r kleine in der Membran enthaltene Moleku¨le wie
Lipide. Unter Verwendung dieses Modells (Gleichung 1.2) wurden aus den DCD-Werten
folgende Membranviskosita¨ten berechnet: µm,POPC = 0,106 Pa·s fu¨r POPC-Membranen
und µm,LII = 0,093 Pa·s fu¨r POPC Membranen mit Zusatz von 0,2 mol% Lipid II. Als
Literaturwerte wurden dabei verwendet: fu¨r die Membrandicke h von POPC-Membranen
h = 3,98 nm [154], fu¨r die Viskosita¨t der 250 mM Zuckerlo¨sungen µw ≈ 1,2 · 10−3 Pa·s bei
20 ◦C [155] und fu¨r den Radius von POPE-Atto647 der aus der Fla¨che pro Lipid berechnete
Wert fu¨r POPC RPOPC = 0,45 nm [154].
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Abbildung 2.23: Anpassung der MSD-Kurven (links), kumulativen Verteilungen der Abstandsqua-
drate (Mitte) und Sprungweitenverteilung (rechts) fu¨r (A) Lipid II-Atto647 und (B) POPE-Atto647
in POPC-GUVs, und (C) Lipid II-Atto647 und (D) POPE-Atto647 in POPC-GUVs mit Zusatz von
0,2 mol% Lipid II. Datenpunkte sind in schwarz und Anpassungskurven in rot gezeigt. Siehe Tabelle
2.2 fu¨r die Werte der ermittelten Diffusionskoeffizienten.










POPC Lipid II 5,3 4,9 4,9
POPC POPE 5,5 5,1 5,2
POPC + 0,2 mol% Lipid II Lipid II 5,5 5,3 5,3
POPC + 0,2 mol% Lipid II POPE 5,9 5,7 5,8
Standardfehler ≤ 0,2 µm2/s ≤ 0,001 µm2/s ≤ 0,05 µm2/s
Tabelle 2.2: Mobilita¨t von POPE-Atto647 und Lipid-Atto647 in POPC-GUVs und POPC-GUVs
mit Zusatz von 0,2 mol% Lipid II. Siehe Abbildung fu¨r die entsprechenden Anpassungen der MSD-
Kurven, kumulativen Verteilungen der Abstandsquadrate und Sprungweitenverteilungen. Der Fehler
fu¨r DMSD, DCD und DJD unterschieden sich deutlich. Der Grund dafu¨r ist, dass die Anzahl der
Datenpunkte, die der jeweiligen Anpassung zugrunde lag, in die Berechnung des Standardfehlers
mit eingeht. Typische Werte waren fu¨r MSD-Plots 10 Datenpunkte, fu¨r kumulative Verteilungen
von r2 10.000-20.000 Datenpunkte und fu¨r Sprungweitenverteilungen 40-50 Datenpunkte.
Die berechneten Viskosita¨ten, unter Vernachla¨ssigung einer mo¨glichen A¨nderung der Mem-
brandicke durch den Zusatz von 0,2 mol% nativem Lipid II, zeigten einen Unterschied
zwischen Lipid II-haltigen gegenu¨ber reinen POPC-Membranen. So war die Viskosita¨t bei
einer Anreicherung der POPC-Membran mit Lipid II um 12 % erniedrigt. Eine Mobi-
lita¨tserho¨hung bei Zusatz von 0,2 mol% nativem Lipid II zu der POPC-Membran wurde
auch fu¨r Lipid II-Atto647 beobachtet. Dies deutet auf einen generellen Einfluss der Lipid
II-Konzentration auf die Membranstruktur hin. Mo¨glicherweise reduzieren die flexiblen Sei-
tenketten die Ordnung der Phospholipide in der Membran, was die Viskosita¨t der Membran
erniedrigt [156]. Weiterhin wurde deutlich, dass die Diffusionskoeffizienten fu¨r Lipid II-
Atto647 sowohl in reinen als auch in Lipid II-haltigen POPC-Membranen gegenu¨ber denen
von POPE-Atto647 leicht erniedrigt waren. Dies kann auf einen gro¨ßeren effektiven Radius
der Lipid II-Moleku¨le zuru¨ckgefu¨hrt werden. Dieser konnte mit den oben aufgefu¨hrten Li-
teraturwerten und der ermittelten Membranviskosita¨t berechnet werden. Die Berechnung
ergab RLII = 0,58 nm.
2.7.2 Berechnung der Aggregatgro¨ßen
Aus dem globalen Fit der kumulativen Verteilungen der Abstandsquadrate waren die drei
Diffusionskonstanten D1 = 5,1 µm
2/s, D2 = 2,6 µm
2/s und D3 = 0,3 µm
2/s ermittelt
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worden. Der Wert fu¨r D1 ist dem Wert fu¨r einzelne Lipid II-Moleku¨le DLII = 5,3 µm
2/s
sehr a¨hnlich. Denkbar wa¨re, dass die leichte Reduktion der Mobilita¨t bei Zugabe von Ni-
sin durch die Bildung von 1:1 Komplexen zwischen Nisin und Lipid II entsteht. Um die
repra¨sentativen Diffusionskoeffizienten aber bestimmten Diffusionsspezies zuzuordnen, wur-
de wie in Abschnitt 2.6.3 beschrieben angenommen, dass der Wert fu¨r D1 einzelnen Lipid
II-Atto647-Moleku¨len entspricht. Mit dieser vereinfachten Annahme konnte fu¨r einzelne Li-
pid II-Moleku¨le ein Radius von RLII = R1 ≈ 0,6 nm berechnet werden. Mit der Na¨herung
von Petrov und Schwille [67], die eine analytische Lo¨sung im Sinne des Hughes-Pailthorpe-
White-Modell bietet und im Gegensatz zum Saffman-Delbru¨ck-Modell unabha¨ngig von der
Gro¨ße der Moleku¨le gu¨ltig ist, wurden korrespondierende Aggregatradien zu den D2- und
D3-Werten bestimmt. Es ergaben sich R2 = 19 nm und R3 = 1,1 µm.
2.7.3 Abscha¨tzung der Lipid II-Moleku¨lzahl pro Aggregat
Die aus den Diffusionskoeffizienten der globalen Anpassung berechneten Radien der Aggre-
gate waren fu¨r Membranpartikel sehr groß. Typische Membranproteine besitzen nur einen
Radius von 2-4 nm [64]. Das bedeutet, dass in den gebildeten Aggregaten offensichtlich
eine sehr hohe Anzahl an Lipid II-Moleku¨len enthalten war. Um die Anzahl der enthalte-
nen Lipid II-Moleku¨le abzuscha¨tzen, wurde vereinfacht angenommen, dass sowohl einzelne
Lipid II-Moleku¨le als auch Lipid II-Aggregate kreisfo¨rmige Fla¨chen in der Membran einnah-
men. Die Anzahl an Lipid II-Moleku¨len in den Aggregaten wurde daraufhin abgescha¨tzt,
indem die maximale Zahl an Kreisfla¨chen mit dem Radius R = 0,6 nm (einzelne Lipid
II-Atto647 Moleku¨le) ermittelt wurde, die in die gro¨ßeren Kreisfla¨chen mit den Radien R2
und R3 (kleine und große Aggregate) passen. Diese Fragestellung ist a¨quivalent mit einem
zweidimensionalen Packungsproblem der Mathematik, der Kreispackung in einem Kreis
(Abbildung 2.24).
Radius der umschliessenden Kreisfläche
Radius der eingeschlossenen Kreisflächen
Abbildung 2.24: Schematische Darstellung des mathematischen Packungsproblems der Kreispa-
ckung in einem Kreis. Das Beispiel zeigt die dichteste Packung von N = 14 kleinen Kreisen. Bei
einer dichtesten Packung dieser Kreise in einem großen Kreis bilden die Radien der a¨ußeren und
einer inneren Kreisfla¨che das Verha¨ltnis 4,33.
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Eine aktuelle U¨bersicht der Na¨herungslo¨sungen findet sich auf einer Internetseite der Uni-
versita¨t Magdeburg [157]. Kennt man, wie im Fall der Lipid II-Aggregate und Lipid II-
Moleku¨le, die Radien der a¨ußeren und einer eingeschlossenen Kreisfla¨che, kann man das
Verha¨ltnis der Radien berechnen. Somit konnte aus der genannten U¨bersicht die Maxi-
malzahl der eingeschlossenen Kreisfla¨chen bzw. Lipid II-Moleku¨le erhalten werden. Die
Abscha¨tzung ergab eine Anzahl von 850 Lipid II-Moleku¨len fu¨r Aggregate mit dem Radius
R2. Einem Radius R3 = 1,1 µm, wurden 1,75 Millionen Lipid II-Moleku¨le zugeordnet. In
dieser Berechnung wird ein mit Sicherheit vorhandener Fla¨chenbeitrag von Nisin und ein
mo¨glicher Beitrag der Phospholipide nicht beru¨cksichtigt. Dies fu¨hrt zu einer U¨berscha¨tzung
der Zahl an Lipid II-Moleku¨len in den Aggregaten. Damit sind die berechneten Mengen an
Lipid II-Moleku¨len stark vereinfachte und ungenaue Abscha¨tzungen. Trotzdem zeigen sie,
dass eine sehr hohe Anzahl an Moleku¨len beno¨tigt wird, um die Aggregate zu bilden, die
entsprechend niedrige Mobilita¨t aufweisen.
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2.8 Membrankru¨mmungseffekte durch die Aggregatbildung
Es ist bekannt, dass die Aggregation von membrangebundenen Moleku¨len zu A¨nderungen
der Membrankru¨mmung fu¨hren kann. Dies wiederum kann einen Membrankollaps oder ei-
ne Vesikelabschnu¨rung auslo¨sen [158, 159]. Da die Berechnung der Aggregatgro¨ßen fu¨r die
großen Aggregate einen Durchmesser von≈ 1 µm ergab und damit im Gro¨ßenbereich von Li-
piddoma¨nen lag, schien ein solcher Effekt auch fu¨r die nisininduzierte Lipid II-Aggregation
mo¨glich.
Um die Membran von POPC-GUVs, die 0,2 mol% Lipid II enthielten, zu visualisieren,
wurde diese mit POPE-AF546 markiert. Zu diesen Vesikeln wurden 0,2 µM Nisin-AF647
(Nisin-zu-Lipid II-Verha¨ltnis 4:1, Abbildung 2.25 A) und 1,5 µM Nisin-AF647 (Nisin-zu-
Lipid II-Verha¨ltnis 30:1, Abbildung 2.25 B) gegeben. Durch Zwei-Kanal-Abbildung (Ab-
schnitt 5.8.3) wurden gleichzeitig die Membran und die Bindung des fluoreszenzmarkierten
Nisins abgebildet. Somit konnte eine Auswirkung der Aggregatbildung auf die Membran-
organisation untersucht werden.
BA
0,2 µM Nisin-AF647POPE-AF546 1,5 µM Nisin-AF647POPE-AF546
1,5 µM Nisin-AF647POPE-AF5460,2 µM Nisin-AF647POPE-AF546
Abbildung 2.25: Vesikelknospung an GUVs aufgrund von nisininduzierter Lipid II-Aggregation.
Exemplarische Bilder zeigen mit dem Phospholipid POPE-AF546 markierte Lipid II-haltige Mem-
branen, an die Nisin-AF647 gebunden war. Nisin-AF647 wurde mit einer Konzentration von 0,2 µM
(A) und 1,5 (B) µM zugegeben. Die ho¨here Nisinkonzentration bewirkte starke Membrandeforma-
tionen in Form von Vesikelabschnu¨rungen. Maßstabsbalken 20 µm.
Bei Zugabe der niedrigeren Nisinkonzentration bildeten sich Nisinaggregate, die teilweise
auch die Akkumulation von Phospholipiden an diesen Stellen verursachten. Dagegen erzeug-
te die Erho¨hung des Nisin-zu-Lipid II-Konzentrationsverha¨ltnisses deutlich gro¨ßere Aggre-
gate, wie an einer ho¨heren Fluoreszenzintensita¨t und gro¨ßeren Ausdehnung zu erkennen
war. Dies besta¨tigt auch die aus den Mobilita¨tsmessungen erhaltenen Gro¨ßenunterschiede
der Aggregate, die durch Variation des Nisin-zu-Lipid II-Konzentrationsverha¨ltnisses auf-
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traten. Die Bildung der großen Aggregate bewirkte immer auch eine Akkumulation von
Phospholipiden und eine deutlich sichtbare Abschnu¨rung von kleinen Vesikeln.
Die starke Aggregation von Nisin und Lipid II induzierte also eine Kru¨mmung der GUV-
Membran, was zu einer Deformation der kugelfo¨rmigen GUVs fu¨hrte. Es bildeten sich
sowohl nach außen als auch nach innen gestu¨lpte, kleine Vesikel. Ha¨ufiger wurden da-
bei GUVs beobachtet, die nach außen gestu¨lpte Vesikel besaßen. Diese schienen noch mit
der Membran verbunden zu sein, denn sie bewegten sich auf der GUV Oberfla¨che. Ein
Ablo¨sungsereignis konnte nicht beobachtet werden.
Es wurde vermutet, dass Deformationsprozesse wie Vesikelabschnu¨rungen die Membran-
stabilita¨t beeinflussen. Deshalb wurde die Zahl der Vesikel NGUV s bestimmt, die nach
Zugabe der GUVs zu einer Nisinlo¨sung einen Radius R > 10 µm besaßen. Die Messung des
Vesikelradius ist ein gutes Maß, um die Deformation und Destabilisierung der Membran
zu analysieren. Eine Radiusreduktion wurde zum einen durch eine Formumwandlung auf-
grund von Vesikelabschnu¨rungen verursacht (Abbildung 2.26 A). Durch die lokale Bildung
der kleinen Vesikel aus der Membranoberfla¨che der vorher kugelfo¨rmigen GUVs wurde der
Radius der Riesenvesikel verkleinert. Zum anderen wurde eine Radiusreduktion beobach-
tet, wenn die Membran der GUVs teilweise so destabilisiert wurde, dass ein plo¨tzlicher,
vollsta¨ndiger Kollaps auftrat (Abbildung 2.26 B). Dabei entstanden viele kleine Vesikel
und unstrukturierte Membranaggregate.
Die Population der Vesikel mit R > 10 µm zum Zeitpunkt der Vermischung der GUVs mit
der Nisinlo¨sung war nicht bekannt. Der erste Messzeitpunkt konnte erst nach 7,5 Minuten
Inkubation gewa¨hlt werden, da die GUVs erst nach ca. 5 Minuten stabil am Probenkam-
merboden verblieben und erst dann die Aufnahmeparameter eingestellt werden konnte. In
5-minu¨tigen Zeitintervallen wurden dann die GUVs mit R > 10 µm wa¨hrend eines Beob-
achtungszeitraums von 20 Minuten geza¨hlt.
Bei einer Konzentration von 0,2 µM Nisin wurde keine Vera¨nderung von NGUV s mitR > 10
µm beobachtet, wa¨hrend die erho¨hte Konzentration von 1,5 µM Nisin dagegen eine starke
Abnahme von NGUV s bewirkte (Abbildung 2.26 C). So sank wa¨hrend der Inkubationszeit
von 25 Minuten der Radius bei 20 von 50 beobachteten GUVs unter einen Wert von 10
µm. Dabei kollabierten 9 der 50 beobachteten GUVs. Wie bei der Abschnu¨rung von kleinen
Vesikeln gezeigt, korrelierte auch der Kollaps der GUVs mit der Gro¨ße der Nisinaggregate.
Die Abnahme von NGUV s ließ sich mit einer Exponentialfunktion beschreiben. Allerdings
ist damit nicht beru¨cksichtigt, dass zuna¨chst vermutlich eine Aktivierungsphase no¨tig ist,
in der die GUV-Population zuna¨chst stabil bliebe und erst ab einer gewissen Inkubations-
zeit exponentiell abfallen wu¨rde. Deformations- und Destabilisierungseffekte entstu¨nden
na¨mlich vermutlich erst dann, wenn sich genug Nisin an der Membran sammeln und aggre-
gieren ko¨nnte. Die Dauer einer solchen Aktivierungsphase ließ sich in diesem Experiment
nicht feststellen.































R > 10 µm R < 10 µm
R > 10 µm R < 10 µm
Abbildung 2.26: (A) Schematische Darstellung der Formumwandlung der GUVs, bei der sich
kleine Vesikel auf ihrer Oberfla¨che bildeten und sich dadurch ihr Radius reduzierte. (B) Schematische
Darstellung des GUV-Kollaps. (C) Abnahme der GUV-Anzahl NGUV smit einem Radius R > 10
µm bei Zusatz von 0,2 µM (schwarz) und 1,5 µM Nisin (rot) wa¨hrend einer Inkubationszeit von 25
Minuten. In die Auswertung gingen fu¨r die Messung mit 0,2 µM Nisin 52 und fu¨r die Messung mit
1,5 µM Nisin 50 GUVs ein.
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Der Kollaps der Membran war ein sehr schnelles, plo¨tzlich auftretendes Ereignis. Somit
war es nicht mo¨glich, den exakten Moment des Membrankollaps abzubilden. Allerdings
zeigt Abbildung 2.27 exemplarisch eine Zeitserie, bei der es gelang, die Zwischenstufe eines
solchen Ereignisses einzufangen. Daran wird deutlich, wie man sich ein solches Ereignis
mo¨glicherweise vorstellen kann. So war zuna¨chst ein intaktes GUV zu beobachten, dessen
Membran impermeabel fu¨r den in der umgebenden Lo¨sung enthaltenen Farbstoff Lucife-
rYellow (LY) war. Allerdings war an der Stelle starker Nisinaggregation schon eine Vesikel-
abschnu¨rung zu erkennen. Nach einer Minute war der Radius des GUVs deutlich reduziert,
entweder durch eine Formumwandlung oder eine vollsta¨ndige Abschnu¨rung der kleinen Ve-
sikel. Gleichzeitig wurde die Membran permeabilisiert und der Farbstoff konnte ins Innere
des GUVs gelangen. Nach einer weiteren Minute war die Membran des beobachteten GUVs
vollsta¨ndig kollabiert und es war nur noch eine Ansammlung kleiner Vesikel zu beobachten.




Abbildung 2.27: Kollaps eines GUVs. In der umgebenden Lo¨sung waren 0,2 µM Nisin-AF647 und
30 µM LuciferYellow (LY) enthalten. Die obere Reihe zeigt die Fluoreszenz von Nisin-AF647, die
mittlere Reihe die Fluoreszenz von LY und die untere Reihe den Durchlichtkanal zur Visualisierung
der GUV Membran. Maßstabsbalken 10 µm.
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2.9 Membranpermeation durch Nisin
Um die Fa¨higkeit von Moleku¨len zur Membranpermeation zu quantifizieren, ko¨nnen Trans-
lokationsexperimente durchgefu¨hrt werden. Als Indikatoren werden dazu meist fluoreszente
Moleku¨le verwendet. Diese ko¨nnen eine intakte Membran nicht passieren, da sie entweder
zu polar oder zu groß sind. Der Indikator wird in die Vesikel eingeschlossen oder zu der
umgebenden Lo¨sung gegeben. Das Ein- oder Ausstro¨men des Indikators kann dann bei Ver-
wendung von Riesenvesikeln mittels konfokaler Mikroskopie einfach visualisiert werden. Mit
dieser Methode kann z. B. die Porenbildung von antimikrobiellen Peptiden nachgewiesen
werden [38]. Durch die Messung der Membranpermeationseigenschaften von Nisin sollte
der Zusammenhang zwischen Permeations- und Aggregationsverhalten analysiert werden.
2.9.1 Einfluss der Nisinbindungspartner
Die Membranpermeation durch Nisin wurde mittels der zeitabha¨ngigen Translokation des
Indikatorfarbstoffes LuciferYellow (LY) untersucht. LY ist ein kleiner, hydrophiler Farb-
stoff mit einem Stokesdurchmesser von 0,8 nm [160], der kleiner ist als der angenommene
Durchmesser der Poren, die von Nisin und Lipid II gebildet werden [146].
Die DOPC-GUVs, die die Baktoprenolmoleku¨le C55-P, C55-PP, Lipid I und Lipid II ent-
hielten, wurden mit 0,2 µM Nisin-AF647 inkubiert und die Translokation von LY u¨ber
einen Zeitraum von 15 Minuten beobachtet. Als Vergleich dienten neutrale DOPC-GUVs
und negativ geladene GUVs, die 20 mol% DOPG enthielten. Als Maß fu¨r die Transloka-
tion wurde das Verha¨ltnis der Intensita¨t von LY innerhalb der GUVs, F innen, und der
Intensita¨t außerhalb der GUVs, F außen, verwendet. Bei einer vollsta¨ndigen A¨quilibrierung
der Indikatorkonzentration nimmt das Verha¨ltnis von F innen/F außen einen Wert von 1 an.
Das Verha¨ltnis F innen/F außen wurde fu¨r mindestens 30 GUVs je untersuchter Membran-
zusammensetzung als Funktion der Zeit bestimmt. Es fiel auf, dass einzelne GUVs zeitlich
sehr unterschiedlich auf die Zugabe von Nisin-AF647 reagierten. Dies ist in Abbildung 2.28
A am Beispiel der Lipid II-haltigen GUVs gezeigt. Die obere Reihe zeigt beispielhaft fu¨r
eine Messung die Fluoreszenz von LY nach 5, 10 und 15 Minuten Inkubation mit Nisin-
AF647. Mit Pfeilen sind drei GUVs markiert, die entweder schlagartig, kontinuierlich oder
kaum von Nisin permeabilisiert wurden. In der Reihe darunter sind die Histogramme des
Verha¨ltnisses F innen/F außen, das fu¨r insgesamt 48 GUVs bestimmt wurde, fu¨r die jewei-
ligen Zeitpunkte dargestellt. Hier ist zu erkennen, dass die Verteilung sehr breit ist, sich
aber mit zunehmender Inkubationszeit in Richtung eines Wertes von 1 verschiebt. Um die
Ergebnisse in kompakterer Form zu pra¨sentieren, wurden die Mittelwerte der Histogramme
fu¨r F innen/F außenfu¨r alle untersuchten Membranzusammensetzungen gebildet. Diese Werte
sind in Abbildung 2.28 B dargestellt.
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In Anwesenheit von Nisin war fu¨r jede Membranzusammensetzung ein Anstieg der Mem-
branpermeabilita¨t mit zunehmender Inkubationsdauer festzustellen. Der Effekt fu¨r reine
Phospholipidvesikel war relativ gering und unterschied sich nicht fu¨r neutrale und negativ
geladene Membranen. Elektrostatische Wechselwirkungen haben also im Bereich der ver-
wendeten Konzentration von 0,2 µM Nisin, die im Bereich der MHK liegt, keinen Einfluss
auf die Integrita¨t der Membran. Ganz anders war der Effekt von Nisin, wenn spezifische
Bindungspartner in der GUV-Membran enthalten waren.
Wie durch Studien an großen unilamellaren Vesikeln erwartet [133], verursachte Nisin an
Lipid II-haltigen GUVs eine starke Membranpermeation. Waren jedoch zusa¨tzlich zu Lipid
II 20 mol% negativ geladene Lipide in der Membran enthalten, war die Effizienz der Mem-
branpermeation deutlich reduziert. An diesen Membranen konkurrierten zwei verschiedene
Wechselwirkungen, na¨mlich elektrostatische und spezifische, von denen nur die spezifische
Interaktion von Nisin mit den entsprechenden Membranlipiden im nanomolaren Konzen-
trationsbereich zu einer Zersto¨rung der Membranintegrita¨t fu¨hrt. Lipid I-haltige DOPC-
GUVs wurden genauso wirksam permeabilisiert wie Lipid II-haltige DOPC-GUVs. Das ist
aufgrund der chemischen A¨hnlichkeit der beiden Moleku¨le wenig u¨berraschend. Nicht nur
besitzen Lipid I und Lipid II beide eine Pyrophosphatbindestelle, diese weist auch mit
der Isoprenkette auf der einen Seite und der N -Acetylmuraminsa¨ure auf der anderen Seite
jeweils dieselbe chemische Umgebung auf.
C55-P-haltige GUVs zeigten keine ho¨here Permeation durch Nisin im Vergleich zu reinen
Phospholipidvesikeln. Das ist nicht u¨berraschend, da eine Phosphatgruppe allein nicht als
spezifisches Bindungsmotiv fu¨r Nisin ausreicht. Dagegen weist C55-PP mit seiner Pyrophos-
phatgruppe eine solche Bindungsstelle auf [148]. Aber auch hier wurde keine vera¨nderte
Permeation gegenu¨ber Phospholipidmembranen festgestellt. Dies ist u¨bereinstimmend mit
Ergebnissen aus Studien an großen unilamellaren Vesikeln, bei denen ebenfalls keine Mem-
brandurchla¨ssigkeit von C55-PP-haltigen Liposomen beobachtet wurde [139]. Offensichtlich
Abbildung 2.28 (gegenu¨berliegende Seite): Membranaktivita¨t von Nisin. In allen Experimen-
ten wurde als Matrixlipid DOPC verwendet, dem jeweils 0,2 mol% der Baktoprenolkomponenten
und 20 mol% des negativ geladenen Phospholipids DOPG beigesetzt wurden. GUVs wurden in
einer 250 mM Glucoselo¨sung inkubiert, die 0,2 µM Nisin-AF647 und 30 µM LY enthielt. (A) zeigt
eine Bildserie fu¨r Lipid II-haltige DOPC-GUVs. Die obere Reihe zeigt die Intensita¨tsverteilung von
LY in der Vesikello¨sung zu den Zeitpunkten 5, 10 und 15 Minuten nach Zugabe von Nisin. Wei-
ße Pfeile markieren drei Vesikel, die unterschiedliche Permeationskinetiken aufweisen. Die untere
Reihe zeigt die Verteilung des Intensita¨tsverha¨ltnisses F innen/F außen fu¨r die jeweiligen Zeitpunk-
te. Fu¨r die Histogramme wurden die Verha¨ltnisse fu¨r insgesamt 48 GUVs bestimmt. (B) zeigt die
mittleren Verha¨ltnisse fu¨r verschiedene Membranzusammensetzungen zu den entsprechenden Zeit-
punkten. Die Permeation nahm mit der Zeit zu. Der unabha¨ngige, beidseitige t-Test, angewandt
fu¨r die Verha¨ltnisse nach 15-minu¨tiger Inkubation, ergab p-Werte < 0,001 fu¨r Lipid I- und Lipid
II-haltige Vesikel im Vergleich zu reinen DOPC Vesikeln (Markierung mit ***). Die Permeation war
nicht signifikant fu¨r die anderen Zusammensetzungen.


























































































2.9 Membranpermeation durch Nisin 73
reichte die spezifische Bindung an C55-PP fu¨r eine effiziente Membranpermeation nicht
aus und es war dafu¨r neben dem Pyrophosphat mindestens ein weiteres Strukturmotiv
notwendig.
2.9.2 Einfluss des Nisin-Lipid II-Konzentrationsverha¨ltnisses
Um den Einfluss des Nisin-zu-Lipid II-Konzentrationsverha¨ltnisses auf die Permeationsef-
fizienz von Nisin zu demonstrieren, wurden 0,2 mol% Lipid II-haltige POPC-GUVs mit
zwei verschiedenen Konzentrationen an Nisin, na¨mLich 0,2 µM und 1,5 µM, inkubiert.
Die Translokation des Farbstoffes LY wurde wie vorher beschrieben zeitlich verfolgt und
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Abbildung 2.29: Membranpermeationsaktivita¨t von Nisin in Abha¨ngigkeit seiner Konzentration.
GUVs, bestehend aus POPC mit 0,2 mol% Lipid II, wurden jeweils mit 0,2 (A) und 1,5 (B) µM
Nisin inkubiert. Die Fluoreszenz des zugegebenen LY wurde wa¨hrend 15-minu¨tiger Inkubation de-
tektiert und fu¨r 29 (A) und 28 (B) GUVs das Intensita¨tsverha¨ltnis F innen/F außen ausgewertet. Der
Mittelwert dieses Verha¨ltnisses ist in (C) nach 5, 10 und 15 Minuten Inkubation gezeigt. Signifikanz
wurde wie in Abschnitt 5.9.1 beschrieben getestet und gekennzeichnet.
Die Abbildung zeigt, dass die Membran effizienter permeabilisiert wurde, wenn das Nisin-
zu-Lipid II-Verha¨ltnis von 4:1 auf 30:1 erho¨ht wurde. Dieser Unterschied machte sich
wa¨hrend der ersten 5 Minuten der Inkubationszeit kaum bemerkbar, wa¨hrend er nach
10 Minuten Inkubation deutlich erkennbar war. Nach 15 Minuten war bei einem Verha¨lt-
nis von 4:1 ein Wert von 0,45 und bei einem Verha¨ltnis ein Wert von 30:1 von 0,95 fu¨r
<F innen/F außen > erreicht.
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Um den Porenbildungsmechanismus weiter zu charakterisieren, lohnt es sich, nicht nur den
Mittelwert von F innen/F außen, sondern auch einzelne GUVs zu betrachten. Ein Wert von
0,45 wie bei einem Konzentrationsverha¨ltnis von 4:1 kann auf zwei Arten zustande kommen:
entweder wurde nur die Ha¨lfte der GUVs permeabilisiert, das aber vollsta¨ndig, oder alle
Vesikel wurden teilweise permeabilisiert. Ersteres wu¨rde auf die stochastische Bildung sehr
stabiler Poren hindeuten, wa¨hrend Letzteres eher Hinweise auf die gleichma¨ßige Bildung
transienter Poren liefern wu¨rde. Die in Abbildung 2.29 A dargestellten GUVs zeigen, dass
manche Vesikel mit der Zeit vollsta¨ndig gefu¨llt waren, wa¨hrend andere nach 15 Minuten
wenig oder gar nicht permeabilisiert wurden. Das deutet darauf hin, dass es sich eher
um ein Permeationsverhalten wie im ersten Fall handelt. Bei dem hohen Nisin-zu-Lipid II
Verha¨ltnis von 30:1 Abbildung 2.29 B war die Permeation deutlich schneller als bei einem
Verha¨ltnis von 4:1, so dass nach 15 Minuten Inkubation alle anderen GUVs eine vollsta¨ndige
Translokation von LY zeigten.
3 Diskussion
3.1 Aggregation in bakteriellen Membranen
Schon 2006 wurde die Bildung von großen Nisinaggregaten von Hasper und Mitarbeitern
in der bakteriellen Membran gezeigt [137]. Dies fu¨hrte dazu, neben der bereits bekannten
Porenbildung [133, 144] einen alternativen To¨tungsmechanismus durch die Umverteilung
der Lipid II-Moleku¨le in den Bakterienzellen und eine damit verbundene Inhibierung der
Zellwandbiosynthese zu vermuten. Allerdings wurden in den Experimenten fixierte Zellen
verwendet. Damit ließ sich der Einfluss der Aggregatbildung auf die antimikrobielle Ak-
tivita¨t von Nisin nicht eindeutig nachweisen. Lamsa und Mitarbeiter verwendeten zwar
2012 lebende Zellen und den Indikator SYTOX Green zur Feststellung der Zellviabilita¨t,
allerdings kein fluoreszenzmarkiertes Nisin, um die Aggregatbildung direkt zu zeigen. In
dieser Arbeit wurde zum ersten Mal die Relevanz der Aggregatbildung fu¨r den To¨tungs-
mechanismus nachgewiesen. So war erst ab einem Grenzwert der Nisin-AF647-Intensita¨t
ein Eindringen des SYTOX Green-Farbstoffes zu beobachten. Das bedeutet, dass fu¨r eine
effektive Membranpermeation eine bestimmte Aggregatgro¨ße notwendig zu sein scheint und
nur gro¨ßere Aggregate die Zellen stark scha¨digten. Somit ist es wahrscheinlich, dass große
Aggregate eine ho¨here Toxizita¨t besitzen als kleine Oligomere. Eine klare Korrelation zwi-
schen der Aggregatgro¨ße und dem Grad der Membranscha¨digung war nicht zu erkennen,
was dafu¨r spricht, dass die Permeation ein stochastischer Prozess ist.
Die Anzahl der Lipid II-Moleku¨le in Gram-positiven Bakterien wird auf etwa 35.000 bis
200.000 Moleku¨le pro Zelle gescha¨tzt [104]. Sie sind in der Bakterienmembran nicht wie
im Modellsystem gleichma¨ßig verteilt. In der exponentiellen Wachstumphase ist Lipid II
am Septum und in Regionen der Zellelongation von Bacillus subtilis lokalisiert, wo es von
ineinandergreifenden Proteinkomplexen der Zellwandbiosynthesemaschinerie gebildet wird
[161]. In U¨bereinstimmung damit wurde die Bildung von großen Nisinaggregaten vor allem
in der Mitte und an den Polen der Zelle, also in Regionen der aktiven Lipid II-Synthese,
beobachtet. Vermutlich wird durch die lokale Anreicherung des frisch synthetisierten Lipid
II die Aggregation von Nisin erleichtert. Wie in dieser Arbeit gezeigt, wirkt sich eine starke
Aggregation auf die Organisation der Lipiddoppelschicht aus und fu¨hrt zur Porenbildung,
die mit der Aggregatgro¨ße korreliert. Daher kann angenommen werden, dass die Porenbil-
dung auch in Bakterien mit fortschreitender Aggregation zunimmt und eine Ursache fu¨r
den Zelltod ist. Zusa¨tzlich kann die Aggregation zu einer Fehllokalisation der Zellwandbio-
synthesemaschinerie fu¨hren. Das wu¨rde Beobachtungen von abnormalen, morphologischen
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Vera¨nderungen in der Na¨he der Zellteilungsstelle in Bacillus subtilis nach Behandlung mit
Nisin erkla¨ren [138]. Außerdem ko¨nnten weitere fu¨r die Zellteilung relevante, membranas-
soziierte Prozesse von einer Fehllokalisation von Lipid II betroffen sein.
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3.2 Interaktion von Nisin mit Modellmembranen
Die Interaktion von fluoreszenzmarkiertem Nisin mit Modellmembranen unterschiedlicher
Zusammensetzung zeigten deutlich den Unterschied zwischen spezifischer und unspezifi-
scher Wechselwirkung. Dies ließ sich sehr deutlich anhand der Verteilung des Fluoreszenz-
signals des markierten Nisins an der Vesikelmembran erkennen. Aus Studien an LUVs war
bekannt, dass die elektrostatische Anziehung zwischen dem positiv geladenen Nisin und
einer negativ geladenen Membran eine sto¨chiometrische Bindung bewirkt. Dabei wird ein
negativ geladenes Lipid je positiv geladener Aminogruppe gebunden [133]. Wie erwartet
zeigte sich, dass Nisin nicht mit neutralen Lipiddoppelschichten interagiert, aber schnell an
negativ geladene Phospholipidmembranen bindet. Die ladungsbedingten Wechselwirkungen
fu¨hrten zu einer homogenen Verteilung von Nisin an der Membran.
Fu¨r kationische, antimikrobielle Peptide wird allgemein angenommen, dass elektrostatische
Wechselwirkungen auch die Bindung an die Bakterienmembran in vivo initiieren. Allerdings
reduzierte die Anwesenheit von Ionen in der Lo¨sung die Bindung von Nisin an negativ ge-
ladene GUVs deutlich, so dass attraktive, elektrostatische Wechselwirkungen allein nicht
die starke Bindung an bakterielle Membranen erkla¨ren ko¨nnen. Wie schon 1998 von Bro¨tz
und Mitarbeitern gezeigt, bindet Nisin spezifisch an das bakterielle Lipid II [135]. Im Ge-
gensatz zu der elektrostatisch bedingten fu¨hrte die spezifische Bindung an Lipid II zu einer
inhomogenen Verteilung von Nisin an der Membran. Zu beobachten war die Bildung von
großen Aggregaten, wodurch auch eine Umverteilung der vorher homogen in der GUV-
Membran verteilten Lipid II-Moleku¨le bewirkt wurde. Von Hasper und Mitarbeitern wurde
schon 2006 gezeigt, dass bei Bindung von Nisin an Lipid II-haltige GUVs eine Aggregation
stattfindet und eine solche Aggregation auch in der Bakterienmembran zu beobachten ist
[137].
In negativ geladenen, Lipid II-haltigen Vesikeln wurde eine Konkurrenzsituation zwischen
spezifischen und unspezifischen Wechselwirkungen erzeugt. Tatsa¨chlich wurden sowohl elek-
trostatische Wechselwirkungen (homogene Membranverteilung) als auch spezifische Wech-
selwirkungen (Aggregate) beobachtet. Die spezifischen Wechselwirkungen waren allerdings
sta¨rker, da sie auch durch Zusatz von Ionen nicht reduziert wurden. Um den Effekt der spe-
zifischen Bindung getrennt von unspezifischen Wechselwirkungen untersuchen zu ko¨nnen,
wurde fu¨r alle weiteren quantitativen Messungen in dieser Arbeit eine Membranmatrix aus
neutralen DOPC Lipiden verwendet.
Durch NMR-Untersuchungen ist bekannt, dass Nisin und Lipid II einen 1:1-Komplex for-
men, indem die beiden N-terminalen Lanthioninringe von Nisin einen Ka¨fig um die Py-
rophosphatgruppe von Lipid II bilden [148]. In Einklang damit zeigten weitere NMR-
Untersuchungen, dass Nisin auch mit C55-PP Komplexe bildet [139]. In dieser Arbeit konnte
gezeigt werden, dass das Vorhandensein der Pyrophosphatgruppe auch relevant fu¨r die Ag-
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gregation von Nisin ist, da mit C55-PP ebenfalls Aggregate gebildet wurden. Allerdings
wurde die Zahl der gebildeten Aggregate und vor allem ihre Gro¨ße stark von dem Nisinbin-
dungspartner beeinflusst. Die Lipid II-Nisin-Aggregate waren deutlich gro¨ßer als die von
C55-PP und Nisin gebildeten und traten mit gro¨ßerer Ha¨ufigkeit in der Membran auf. Das
Aggregationsverhalten von Nisin mit Lipid II war vergleichbar zu dem mit Lipid I. Mit C55-
P wurden dagegen keine signifikant gro¨ßeren Aggregate als an reinen DOPC-Membranen
gebildet. Damit lassen sich die fu¨r die Aggregation relevanten Strukturmotive auf die Py-
rophosphatgruppe und die N-Acetylmuraminsa¨ure in der Lipid I und Lipid II Kopfgruppe
reduzieren. Dass die N-Acetylmuraminsa¨ure ein weiteres Bindemotiv fu¨r Nisin bietet, wurde
auch schon von Bonev und Mitarbeitern [139] vermutet.
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3.3 Analyse der Nisin-Lipid II-Aggregation in Modellmem-
branen
Der durch die Bindung von Nisin an Lipid II induzierte Aggregationsprozess an Modell-
membranen wurde in dieser Arbeit anhand der Mobilita¨t von fluoreszenzmarkiertem Lipid
II quantitativ untersucht. Die Mobilita¨t der Lipid II-Moleku¨le wurde mittels Lichtschei-
benmikroskopie an Riesenvesikeln vor und nach Zugabe von Nisin gemessen. Die Einzelmo-
leku¨lverfolgung mittels Lichtscheibenmikroskopie bietet viele Vorteile. Durch die Verwen-
dung eines stabilen Farbstoffes, wie hier Atto647, die Reduzierung des Hintergrundes und
die selektive Beleuchtung ko¨nnen sehr lange Einzelmoleku¨ltrajektorien mit hohem Signal-
zu-Rausch-Verha¨ltnis detektiert werden, sodass sogar eine dreidimensionale Verfolgung von
Lipiden in GUVs mo¨glich ist [151].
Durch die Korrelation zwischen Diffusionskoeffizient und Partikelgro¨ße [62, 67] war es
mo¨glich, das Wachstum der Aggregate anhand der A¨nderung der Diffusionsgeschwindigkeit
der Lipid II Partikel zu verfolgen. Erschwert wurden die Messungen dadurch, dass inner-
halb eines kurzen Zeitfensters von nur 25 Minuten mo¨glichst viele repra¨sentative GUVs
ausgewa¨hlt werden mussten, um die Lipid II-Atto647-Diffusion zu messen. Dabei wurden
ha¨ufiger Vesikel beobachtet, die scheinbar keine fluoreszenten Lipid II-Moleku¨le enthielten
und nicht vermessen werden konnten. Andererseits wurden in anderen GUVs sehr helle und
große Lipid II-Atto647-Partikel beobachtet. Diese Beobachtungen zeigen, dass die Kinetik
des Aggregationsprozesses fu¨r die einzelnen GUVs sehr unterschiedliche war. Deswegen war
es nicht mo¨glich, ein kinetisches Modell zu entwickeln. Durch Mittlung der aufgenomme-
nen Daten fu¨r verschiedene GUVs ließen sich aber zeitliche Trends im Aggregationsprozess
aufzeigen und Aggregatgro¨ßen abscha¨tzen.
Die aus den Messungen erhaltenen Einzelmoleku¨ltrajektorien wurden mit verschiedenen
Analysemethoden ausgewertet. Diese Methoden beleuchteten alle verschiedene Aspekte
des Aggregationsprozesses. So konnte der Aggregationsprozess mit den unterschiedlichen
Interpretationen der Daten gut charakterisiert werden. Die zuerst durchgefu¨hrte MSD-
Auswertung lieferte nur Mittelwerte der Diffusionskoeffizienten, an denen allerdings die
mittlere, zeitliche A¨nderung der Diffusion gut erkennbar war. Die Analyse der MSDs der
einzelnen Trajektorien erzielte dagegen eine Verteilung der Diffusionskoeffzienten. Das Ag-
gregatwachstum war anhand der zunehmenden Verschiebung der Verteilungen hin zu klei-
neren Diffusionskoeffizienten erkennbar. Eine solche Verteilung gibt mit Sicherheit ein rea-
listischeres Bild der Mobilita¨tspopulation wieder als die mittleren MSD-Werte. Allerdings
lieferte die Auswertung kurzer Trajektorien ungenaue Werte fu¨r die Diffusionskoeffizienten,
so dass ein Drittel der Daten fu¨r diese Auswertung nicht beru¨cksichtigt werden konnte. Um
die Gro¨ßen der Aggregate abscha¨tzen zu ko¨nnen, wurden noch die Verteilungen der Sprung-
weiten analysiert, die sich aufgrund eines statistischen Modells quantitativ beschreiben
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lassen. Durch eine globale Anpassung der Verteilung wurden repra¨sentative Diffusionsko-
effizienten erhalten. Dies fu¨hrt zwar zu einer Parametrisierung der Daten, beru¨cksichtigt
aber eine bestimmte Anzahl an unterschiedlichen Diffusionsspezies. Die optimale Anzahl
wurde anhand der Anpassungsgu¨te festgelegt.
So wurden drei Diffusionskoeffizienten ermittelt, mit denen die Daten ausreichend gut be-
schrieben wurden. Sie wurden verschiedenen Spezies zugeordnet: einzelne, ungebundene
Lipid II-Moleku¨le und zwei Aggregatklassen unterschiedlicher Gro¨ße. Kleine Aggregate ent-
hielten Hunderte Lipid II-Moleku¨le und mo¨glicherweise auch Phospholipide. Bei einem ho-
hen U¨berschuss von Nisin u¨ber Lipid II bildeten sich kleine Aggregate schneller und ha¨ufiger
als bei einem geringeren U¨berschuss an Nisin. Zum anderen gab es große Aggregate, die erst
bei einem Konzentrationsverha¨ltnis von 30:1 nach 20-minu¨tiger Inkubationszeit auftraten
und Hunderttausende Lipid II-Moleku¨le und mit großer Wahrscheinlichkeit Phospholipide
enthielten. Diese Aggregate besaßen die Ausdehnung von Lipiddoma¨nen und fu¨hrten zu
einer Deformation der Membran. Fu¨r die Abscha¨tzung der in den Aggregaten enthaltenen
Lipid II-Zahl wurde eine grobe, geometrische Abscha¨tzung verwendet. Zu bedenken ist,
dass hier die Fla¨che, die von den Nisinmoleku¨len eingenommen wurde, nicht beru¨cksich-
tigt werden konnte, da dafu¨r keine zuverla¨ssigen Strukturdaten vorlagen. Ebenso wurde
ein mo¨glicherweise vorhandener Fla¨chenanteil der Phospholipide unterschlagen. Phospho-
lipide ko¨nnten zwischen den Nisin-Lipid II-Komplexen auftretende Zwischenra¨ume fu¨llen.
Trotzdem gibt diese Abscha¨tzung die Gro¨ßenordnung der beteiligten Moleku¨lzahl (105-106)
wieder.
Diese hohe Moleku¨lzahl in einem Aggregat widerspricht der von Hasper und Mitarbeitern
vermuteten Bildung von stabilen Oligomeren aus vier Lipid II und acht Nisinmoleku¨len,
die einen Kanal in der Membran bilden. Dieses Porenmodell beruht auf dem im folgenden
kurz beschriebenen Experiment [142]. Es wurde die Excimerbildung von pyrenmarkierten
Lipid II-Moleku¨len in DOPC-LUVs unter Zugabe von Nisin beobachtet. Ein Excimer bil-
det sich zwischen einem Pyrenmonomer im Grundzustand und einem Pyrenmonomer im
angeregten Zustand, wenn diese sich in einem Abstand von ≈ 2 nm in einer pra¨zisen, pla-
nar gestapelten Anordnung befinden [162]. Bei der Bildung von Nisin-Lipid II-Oligomeren
und -Aggregaten kommen sich Lipid II-Moleku¨le nahe genug, um Excimere zu bilden. So-
mit wurde die Excimerbildung von pyrenmarkierten Lipid II-Moleku¨len von Hasper und
Mitarbeitern als Indikator fu¨r die Aggregatbildung verwendet werden.
Bei dem schrittweisen, teilweisen Ersatz von markiertem durch unmarkiertes Lipid II ver-
ringerte sich die Excimerintensita¨t, da sich bei geringerem Anteil an pyrenmarkiertem Lipid
II in den Aggregaten statistisch weniger Excimere bildeten. Durch lineare Extrapolation
bestimmten Hasper und Mitarbeiter den Anteil an unmarkiertem Lipid II, bei dem ge-
rade keine Excimerbildung mehr vorhanden war. Allerdings kann man bezweifeln, ob die
durchgefu¨hrte Extrapolation korrekt ist, da sie nicht gut mit den gemessenen Werten u¨ber-
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einstimmte. Weitere Fragen wirft die weitere Interpretation der Ergebnisse auf. Hasper
und Mitarbeiter schlossen aus dem durch Extrapolation bestimmten Anteil an unmarkier-
tem Lipid II auf das Verha¨ltnis von unmarkiertem zu markiertem Lipid II und erhielten
einen Wert von 3:1, woraus sie eine Oligomergro¨ße von 4 Lipid II-Moleku¨len ableiteten.
Diese U¨berlegung scheint aber nur plausibel, wenn man von vorneherein annimmt, dass
sich kleine Oligomere bilden werden und ist somit kein Beleg dafu¨r. Die Abnahme der
Excimerbildung ist ein statistisch bedingter Verdu¨nnungseffekt und tritt unabha¨ngig von
der Aggregatgro¨ße auf. Allein aufgrund des beschriebenen Experiments ist die Existenz
von stabilen, kleinen Oligomeren also keineswegs gesichert, obwohl das daraus abgeleitete
Modell einer Pore aus vier Lipid II und acht Nisinmoleku¨len immer noch Bestand hat.
Die in dieser Arbeit vorgestellten Messungen schließen eine solche Oligomerbildung nicht
aus, zeigen aber, dass auch sehr große Nisin-Lipid II-Aggregate in der Gro¨ßenordnung von
105-106 Lipid II-Moleku¨len gebildet werden. Es wurde von Hasper und Mitarbeitern selbst
entdeckt, dass Nisin große Aggregate in Lipid II-haltigen GUVs und Bakterienmembranen
bilden kann [137]. Wie in dieser Arbeit ebenfalls gezeigt werden konnte, ist die Gro¨ße der
Aggregate von biologischer Relevanz und wirkt sich ab einem Grenzwert toxisch fu¨r die
Bakterienzellen aus.
Nimmt man an, dass sich ausgehend von 1:1-Komplexen zwischen Nisin und Lipid II
tatsa¨chlich Aggregate aus Hunderttausenden von Moleku¨len bilden ko¨nnen, stellt sich die
Frage, welche physikochemische Triebkraft die Ursache dafu¨r ist. Die Mobilita¨tsmessungen
zeigten, dass zwischen den Lipid II-Moleku¨len selbst keine spezifischen intermolekuaren
Wechselwirkungen existieren. Die Situation von Lipid II in der POPC-Matrix war also ver-
gleichbar mit einer idealen, zweidimensionalen Lo¨sung mit POPC als Lo¨sungsmittel und
Lipid II als gelo¨ster Substanz. Die Bindung von Nisin an Lipid II leitete die Aggregation
ein. Statt einer idealen Lo¨sung handelte es sich nun um eine reale Lo¨sung, in der sich die
Lipid II-Nisin-Komplexe nicht mehr in der POPC-Matrix lo¨sten. Wenn in realen Lo¨sungen
die Interaktionsenergie des gelo¨sten Stoffes groß genug ist, kann die Translationsentropie
u¨berwunden werden und eine Segregation des gelo¨sten Stoffes stattfinden, die zur Aggre-
gation des Stoffes fu¨hrt. Die Translationsentropie kann aber auch wie beim hydrophoben
Effekt durch indirekte Wechselwirkungen kompensiert werden.
Solche Wechselwirkungen ko¨nnen membranvermittelt sein. Es ist bekannt, dass sich bei
der Bindung an Lipid II die Konformation von Nisin a¨ndert [148], was ein tieferes Ein-
dringen in die Membran ermo¨glicht [140, 156]. Durch das Eindringen von Nisin vera¨ndert
sich das Membrandruckprofil durch die Erho¨hung der Freien Energie. Die Freie Energie
setzt sich dabei aus der Grenzfla¨chenenergie, die durch den Kontakt der Lipidketten mit
der wa¨ssrigen Umgebung entsteht, und der Energie, die durch die peptidinduzierte Sto¨rung
der Lipidpackung entsteht, zusammen. Zemel und Mitarbeiter sagten mittels theoretischer
Berechnungen voraus, dass bei zunehmender Dichte von membranadsorbierten Peptiden,
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ausgelo¨st durch die Minimierung der Freien Energie, eine Phasentrennung in eine peptid-
reiche und eine peptidarme Phase erfolgt [114]. Weiterhin kann die A¨nderung der Mem-
brankru¨mmung, die durch das Einringen von Peptiden verursacht wird, eine Triebkraft fu¨r
die Peptidaggregation sein [81]. Die Autoren zeigten, dass nach Erreichen einer minimalen,
lokalen Biegeenergie Modellproteine ohne weitere spezifische Interaktionen aggregieren. In-
wieweit solche Effekte verantwortlich fu¨r die Aggregation von Nisin und Lipid II sind, la¨sst
sich experimentell kaum feststellen. Allerdings wu¨rden Molekulardynamiksimulationen mit
Sicherheit mehr Aufschluss u¨ber diesen Punkt geben.
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Es wurde beobachtet, dass bei dem hohen Nisin-zu-Lipid II-Verha¨ltnis von 30:1 nicht nur
gro¨ßere Aggregate entstanden als bei einem Verha¨ltnis von 4:1, sondern dass die großen
Aggregate auch Deformationen an der GUV-Membran bewirkten. Fluoreszenzaufnahmen
zeigten, dass Abschnu¨rungen kleiner Vesikel immer an Stellen entstanden, an denen sich
auch große Nisin-Lipid II-Aggregate gebildet hatten. Es wurde außerdem an einigen GUVs
ein vollsta¨ndiger Membrankollaps beobachtet, aber ebenfalls nur bei hohem Nisinu¨ber-
schuss. Dies ist bei antimikrobiellen Peptiden keine unbekannte Wirkung. Auch von ande-
ren membran-lytischen Peptiden und Reagenzien ist bekannt, dass sie Vesikelabschnu¨run-
gen bewirken und die Membran destabilisieren [76, 163]. Formumwandlungen von spha¨ri-
schen Vesikeln wie
”
Vesikelknospung“ sind theoretisch gut beschrieben [164] und werden
hauptsa¨chlich durch eine A¨nderung der Fla¨chendifferenz ∆A zwischen den beiden Schichten
der Lipiddoppelschicht wie in Abschnitt 1.2.2 beschrieben bewirkt. Wie in Experimenten
fu¨r die Peptide Peptide-1 und Magainin 2 gezeigt wurde [165, 166], fu¨hrt ihre asymmetri-
sche Adsorption tatsa¨chlich zu einer Erho¨hung von ∆A und zu Formumwandlungen. Ein
a¨hnlicher Effekt kann auch fu¨r Nisin vermutet werden.
Bei der spezifischen Bindung an Lipid II a¨ndert Nisin seine Orientierung im Vergleich zur
elektrostatischen Bindung an negativ geladene Phospholipidmembranen [140]. Dies zeigten
Untersuchungen an tryptophanmarkierten Nisinmutanten. Da das Fluoreszenzspektrum
von Tryptophan durch die Hydrophobizita¨t seiner Umgebung beeinflusst wird, konnten
durch gezielte Markierung von Nisin am N-Terminus, der mittleren Region und dem C-
Terminus die Positionen dieser Moleku¨ldoma¨nen in den hydrophoben und hydrophilen Be-
reichen der Membran lokalisiert werden. Es wurden Messungen an Lipid II-haltigen im
Vergleich zu negativ geladenen Vesikeln durchgefu¨hrt. Die Messungen ergaben, dass der N-
Terminus von Nisin durch Bindung an Lipid II aus der Membran gehoben wird. Die mittlere
Region drang dagegen tiefer in den hydrophoben Bereich ein und fu¨r den C-Terminus wur-
de nur eine geringe A¨nderung und eine Positionierung in der Grenzschicht der Membran
im Bereich der Lipidkopfgruppen festgestellt. Die Autoren schlugen aufgrund dieser Da-
ten eine membranu¨berspannende Konformation von Lipid II-gebundenem Nisin vor. Da
von anderen antimikrobiellen Peptiden wie z.B. Magainin bekannt war, dass sie ab einer
bestimmten Membrankonzentration eine Umorientierung von einer parallelen zu einer senk-
rechten Membranorientierung durchlaufen und stabile transmembrane Poren bilden, scheint
dies auch fu¨r Nisin mo¨glich zu sein. Allerdings ist anhand der Tryptophanexperimente nicht
eindeutig zu kla¨ren, auf welcher Seite der Membran sich die C-terminale Doma¨ne von Nisin
in Bezug auf die gebundene Lipid II-Kopfgruppe befand. Damit ist nicht auszuschließen,
dass Nisin statt einer transmembranen Konformation bei Bindung von Lipid II auch eine
U-fo¨rmige Konformation einnehmen kann.
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In beiden Konformationen bewirkt das tiefe Eindringen des Peptids in die Membran jedoch
eine Umstrukturierung der Membran. Generell vera¨ndert die asymmetrische Adsorption von
Partikeln an eine Membran die Membrankru¨mmung. Gerade amphipatischen, α-helikalen
Peptiden wurde ha¨ufig die Fa¨higkeit zugesprochen, eine Biegeverformung in Membranen
hervorzurufen oder die Bildung stark gekru¨mmter Strukturen wie Poren zu fo¨rdern [167].
Zemel und Mitarbeiter sagten aufgrund von theoretischen U¨berlegungen voraus, dass das
Vorzeichen der Kru¨mmung von der Eindringtiefe der Peptide abha¨ngt [168]. Dabei model-
lierten sie die Peptide als parallel zur Membran liegende Zylinder. Die Experimente dieser
Arbeit zeigen, dass Nisin zwar ha¨ufiger eine positive Kru¨mmung, aber auch eine negati-
ve Kru¨mmung der Membran hervorrief. Es la¨sst sich nun spekulieren, ob unterschiedliche
Konformationen, na¨mlich die transmembrane und die U-fo¨rmige, verantwortlich fu¨r das
Vorzeichen der Kru¨mmung sein ko¨nnten.
Die entstehende Kru¨mmung ha¨ngt aber außerdem von der Gro¨ße der adsorbierten Partikel
ab [169]. Deshalb wurde erwartet - auch beobachtet - dass sich vor allem mit zunehmen-
dem Wachstum der Nisin-Lipid II-Aggregate die lokale, spontane Kru¨mmung an der GUV-
Membran a¨ndert. Tsai und Mitarbeiter pra¨sentierten 2008 ein theoretisches Modell der
Partikeladsorption und -aggregation an einer Membranoberfla¨che [77]. Darin wurde pro-
gnostiziert, dass sich ab einer kritischen Aggregatgro¨ße, d. h. ab einer bestimmten Anzahl
an lokal akkumulierten Partikeln, in Folge der Minimierung der Biegeenergie Vesikelab-
schnu¨rungen bilden wu¨rden. Tatsa¨chlich verursachten nur große Aggregate, wie sie bei
einem Nisin-zu-Lipid II-Verha¨ltnis von 30:1 gebildet wurden, eine Deformation der Mem-
bran. Dies fu¨hrte zu einer Formumwandlung und Entstehung von kleinen Vesikeln an der
GUV-Oberfla¨che bis hin zu einem totalen Kollaps der GUVs. Dagegen wurde die Membran
von kleinen Aggregaten, wie sie bei einem Nisin-zu-Lipid II-Verha¨ltnis von 4:1 gebildet
wurde, kaum deformiert.
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Generell wird die Dynamik der Porenbildung in Membranen durch ein Zusammenspiel
zwischen der Membranspannung, die zu einer Expansion der Poren fu¨hrt, und der Lini-
enspannung, die einer Schließung der Pore entgegenwirkt, bestimmt [170]. Die Fa¨higkeit
von antimikrobiellen Peptiden, stabile Poren in Membranen zu bilden, besteht zum einen
in ihrer Eigenschaft, durch Insertion in die Membran eine interne Membranspannung und
damit eine Pore zu erzeugen. Bevor es zu einer Porenbildung kommt, ist aufgrund der er-
zeugten Membranspannung zuna¨chst ein Ausdu¨nnen der Membran zu beobachten [171].
Zum anderen haben die amphipatischen Peptide eine hohe Affinita¨t zum Porenrand, ver-
ringern dadurch die Linienspannung und wirken der Porenbildung entgegen. Durch das
entstehende Gleichgewicht der beiden Effekte entstehen stabile Poren, fu¨r die Huang und
Mitarbeiter aufgrund des vorgeschlagenen Modells der Porenbildung einen Radius von 1-2
nm abscha¨tzten [171]. Diese theoretischen U¨berlegungen stimmen sehr gut mit experimen-
tell bestimmten Porengro¨ßen, unter anderem mit dem Durchmesser fu¨r Nisin-Lipid II-Poren
von 2-2,5 nm mit einer mittleren Lebensdauer von 6 s [146], u¨berein. Die Lebensdauer und
Gro¨ße der Nisin-Lipid II-Poren waren mittels Leitfa¨higkeitsmessungen an Modellmembra-
nen bestimmt worden [146]
In dieser Arbeit wurde die Permeationsfa¨higkeit von Nisin untersucht, um eine Verbindung
mit seiner Fa¨higkeit zur Aggregatbildung herzustellen. Dazu wurde die Permeation der
GUVs durch Nisin unter den gleichen Bedingungen untersucht wie sein Aggregationsver-
halten. Der Grad der Membranpermeation wurde anhand der Translokation eines inerten
Farbstoffes beobachtet. Der Farbstoff besaß einen Durchmesser von ca. 1 nm und war damit
kleiner als der Durchmesser der putativen, stabilen Nisinporen [146].
Schon 2004 wurde von Bonev und Mitarbeitern [139] beschrieben, dass zwar bei Bindung
von Nisin an Lipid II-haltige LUVs Poren gebildet werden, nicht jedoch bei Bindung von
Nisin an C55-PP-haltige LUVs. Dies wurde in den Messungen dieser Arbeit an GUVs
besta¨tigt. Das ist insofern erstaunlich, da die Pyrophosphatgruppe als Bindemotiv fu¨r Li-
pid II identifiziert worden war. In dieser Arbeit wurde die Membranpermeation von Nisin
außerdem noch in Gegenwart von C55-P und Lipid I bestimmt. Wie erwartet, wurde keine
Membranpermeation beobachtet, wenn C55-P in der Membran enthalten war. Die Korrela-
tion von Membranpermeation und Aggregatgro¨ße deutet an, dass die Aggregatgro¨ße eine
wesentliche Rolle fu¨r die Permeationsfa¨higkeit von Nisin spielt.
Wie auch schon von Bonev und Mitarbeitern [139] beobachtet, beno¨tigte Nisin neben der
Pyrophosphatgruppe ein weiteres Strukturmotiv zur Interaktion, um die Membran effek-
tiv permeabilisieren ko¨nnen. Wie sowohl ihre als auch die Permeationsmessungen dieser
Arbeit zeigten, muss dieses Motiv an der N-Acetylmuraminsa¨ure lokalisiert sein. Damit
zeigt sich eine weitere Parallele zum Aggregationsprozess, fu¨r den ebenfalls ein unbekann-
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tes Strukturmotiv an der N-Acetylmuraminsa¨ure von großer Bedeutung war. Es liegt nahe,
zu vermuten, dass es sich um dasselbe Motiv handelt. Dies unterstu¨tzt die Ansicht, dass
fu¨r Aggregation und Membranpermeation die gleichen molekularen Interaktionen zwischen
Nisin und Lipid II verantwortlich sind.
Einen weiteren Hinweis lieferten die Messungen der Membranpermeation bei unterschied-
lichen Nisin-zu-Lipid II-Konzentrationsverha¨ltnissen. Bei einem Verha¨ltnis von 30:1 war
die Permeation deutlich schneller als bei einem Verha¨ltnis von 4:1. Korrespondierend dazu
nahm die Anzahl der Aggregate und ihre Gro¨ße mit einem gro¨ßeren Nisinu¨berschuss zu.
Nach 15 Minuten hatte bei einem Verha¨ltnis von 30:1 bei fast allen GUVs eine vollsta¨ndige
A¨quilibrierung mit der umgebenden Lo¨sung stattgefunden. Bei einem Verha¨ltnis von 4:1
war dies dagegen nur bei einigen GUVs der Fall. Bei den meisten GUVs war zwar ein
Eindringen des Farbstoffes zu beobachten, aber keine vollsta¨ndige A¨quilibrierung wie bei
einem ho¨heren Nisinu¨berschuss.
Es stellt sich nun die Frage, ob die erho¨hte Permeation tatsa¨chlich von gro¨ßeren Aggre-
gaten verursacht wurde, wie die Messungen mit den Baktoprenolkomponenten nahelegten.
Alternativ wa¨re es auch mo¨glich, dass bei ho¨herer Nisinkonzentration einfach nur die Zahl
der Poren aus Nisin-Lipid II-Oligomeren zunahm und dadurch mehr Farbstoffmoleku¨le in
ku¨rzerer Zeit ins Innere der GUVs gelangen konnten. Dazu lassen sich einige theoretische
U¨berlegungen anstellen.
Um die maximal mo¨gliche Anzahl von Oligomeren in einem einzelnen GUV zu bestim-
men, wird fu¨r ein durchschnittliches GUV ein Durchmesser von 20 µm angenommen. Ein
solches GUV besteht aus ca. 2·109 Phospholipiden. Fu¨r die Messungen wurde ein Lipid
II-Anteil von 0,2 mol% in die GUV-Membran integriert. Das entspricht einer Zahl von
4·106 Lipid II-Moleku¨len in dem besagten GUV. Bei gleichma¨ßiger Verteilung in der Mem-
bran befinden sich 2·106 Lipid II-Moleku¨le auf der Außenseite der Membran und sind fu¨r
die Bindung an Nisin verfu¨gbar. Geht man davon aus, dass zuna¨chst 1:1 Nisin-Lipid II-
Komplexe gebildet werden, la¨sst sich mit der von Wiedemann und Mitarbeitern an Lipid
II-haltigen LUVs bestimmten Bindungskonstante K b = 2·107 M−1 [133] der Grad der Li-
pid II-Komplexierung ausrechnen. Dabei wird ein mo¨glicher Effekt der anstatt eines Puffers
verwendeten Zuckerlo¨sung auf das Bindungsverhalten von Nisin an Lipid II vernachla¨ssigt.
Es ergibt sich, dass bei Zusatz von 0,2 µM Nisin etwa 80 % der in der GUV Membran ent-
haltenen Lipid II-Moleku¨le komplexiert waren. Nach Zugabe zu der nisinhaltigen Lo¨sung
befa¨nden sich also ca. 1,5·106 1:1-Komplexe aus Nisin und Lipid II in der Membran des
GUVs. Nach dem von Hasper und Mitarbeitern vorgeschlagenen Modell besteht eine Pore
aus Oligomeren, die vier Lipid II- und acht Nisinmoleku¨le enthalten [142]. Glaubt man die-
ser Annahme, ko¨nnten maximal 3,5·105 Oligomere und damit Poren in der GUV-Membran
gebildet werden, da in der Lo¨sung genu¨gend ungebundenes Nisin vorhanden wa¨re.
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Die Zeit τ0, die von einer einzigen Pore beno¨tigt wird, um eine Farbstoffa¨quilibrierung














mit dem Porenquerschnitt AP , dem Diffusionskoeffizienten D0 des Fluoreszenzmarkers beim
Durchqueren der Pore und der Porenla¨nge d. Um A0 zu bestimmen, wurde ein innerer
Porendurchmesser von 2 nm angenommen. D0 la¨sst sich bei bekannter Diffusion des Farb-





aus dem Verha¨ltnis des Porenradius RPore und dem Radius des Farbstoffes RLY abscha¨tzen
[173]. Gilt wie hier RPoreRLY = 2, so betra¨gt D0 =
1
5D. Wird weiterhin angenommen, dass die
Porenla¨nge d gleich der Membrandicke von 4 nm ist, ergibt sich fu¨r τ0 eine Zeit von 25
Minuten. In Gegenwart von 100 Nisin-Lipid II-Poren wu¨rde sich die Zeit bis zur Farb-
stoffa¨quilibrierung auf nur 15 Sekunden verku¨rzen. Auf Grundlage des existierenden Po-
renmodells wu¨rde man also eine relativ hohe Zahl an Poren pro GUV und damit einen
deutlich schnelleren Farbstofftransport als in den Permeationsexperimenten dieser Arbeit
beobachtet erwarten.
Aufgrund dessen ist zu vermuten, dass vor allem die Gro¨ße der Aggregate die Effizienz der
Permeation bestimmt. Es scheint plausibel, dass mit zunehmender Gro¨ße der Aggregate
die Membranspannung und damit die Wahrscheinlichkeit zur Porenbildung zunimmt. Dass
die Porenbildung durch amphipatische Peptide ein stochastischer Prozess ist, dessen Wahr-
scheinlichkeit bei zunehmender, lokaler Peptidkonzentration erho¨ht wird, wurde schon von
Lee und Mitarbeitern gezeigt [174]. Dafu¨r spricht auch, dass sich der Grad der Permeation
stark zwischen einzelnen GUVs unterschied. Ein sehr heterogenes Verhalten der einzelnen
GUVs trat auch bei der Vesikelabschnu¨rung und dem plo¨tzlichen Membrankollaps auf.
Zu der Aggregat- und Porenbildung tra¨gt womo¨glich noch ein weiterer Effekt bei. Anders
als in den Permeationsmessungen dieser Arbeit nahm bei Erho¨hung des Nisin-zu-Lipid II-
Konzentrationsverha¨ltnisses u¨ber einen Wert von 2:1 die Effizienz der Membranpermeation
in anderen Studien nicht zu [133, 142]. Diese Studien stu¨tzten sich auf fluoreszenzspektro-
skopische Messungen an großen, unilamellaren Vesikeln. Die in den Studien und in dieser
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Arbeit verwendeten Modellsysteme weisen aufgrund ihrer unterschiedlichen Gro¨ße (100 nm
bei LUVs und 10-50 µm bei GUVs) Membrankru¨mmungen in ganz anderen Gro¨ßenordnun-
gen auf. Die Membrankru¨mmung ist in LUVs um das Hundertfache gro¨ßer als in GUVs.
Man kann nun vermuten, dass das Permeationsvermo¨gen nicht nur von dem Nisin-zu-Lipid
II-Verha¨ltnis, sondern auch von der intrinsischen Kru¨mmung beeinflusst wird. Dies fu¨hrt
vermutlich dazu, dass schon kleine Aggregate die Membran in LUVs sehr effektiv permea-
bilisieren.
4 Fazit und Ausblick
Charakteristisch fu¨r das Lantibiotikum Nisin ist die Bildung von großen Aggregaten in
Gegenwart des bakteriellen Lipids Lipid II sowohl in vitro als auch in vivo. Bisherige Stu-
dien zum Wirkmechanismus von Nisin, die an Modellmembranen durchgefu¨hrt wurden,
bescha¨ftigten sich vor allem mit der Untersuchung des Permeationsmechanismus und des
Versuchs der Strukturaufkla¨rung der gebildeten Poren. Im Gegensatz dazu wurde in dieser
Arbeit der Aggregationsprozess von Nisin mittels fluoreszenzmikroskopischer Methoden wie
konfokaler Laserrastermikroskopie und Lichtblattmikroskopie in vivo und an unilamellaren
Riesenvesikeln untersucht.
Um die strukturellen Voraussetzungen der Aggregation zu identifizieren, wurde die Aggre-
gatbildung von Nisin mit verschiedenen Baktoprenolkomponenten in der GUV-Membran
quantitativ analysiert. Wie hier festgestellt wurde, ist fu¨r die Aggregationsfa¨higkeit von Ni-
sin neben der Pyrophosphatgruppe des Baktoprenolbindungspartners außerdem noch ein
weiteres Bindemotiv entscheidend. Die Messungen ergaben, dass sich dieses Strukturmotiv
an der N -Acetylmuraminsa¨ure des Lipid II-Moleku¨ls befinden muss.
Die Aggregatgro¨ße wurde als der entscheidende Parameter zur wirkungsvollen Membran-
destabilisierung identifiziert. Sowohl die durch Nisin induzierte Permeation als auch die
Deformation der Lipiddoppelschicht von unilamellaren Riesenvesikeln korrelierten mit der
Gro¨ße der Aggregate. Einen Einfluss auf die Gro¨ße der Aggregate hatten zum einen der
Nisinbindungspartner und zum anderen das Konzentrationsverha¨ltnis von Nisin zu sei-
nem Bindungspartner. Der Aggregationsprozess selbst wurde in dieser Arbeit mittels 2-
dimensionaler Einzelmoleku¨lverfolgung unter Verwendung eines Lichtblattmikroskops in
der Membran der GUVs beobachtet. Es wurden Aggregate aus Hunderten bis zu Hundert-
tausenden Lipid II-Moleku¨len gebildet.
Die in vivo-Messungen zeigten, dass die Toxizita¨t von Nisin ebenfalls mit der Aggregat-
gro¨ße korreliert, und erst ab einer Mindestgro¨ße der Zelltod eintrat. Dies zeigt, dass die in
Modellmembranen beobachteten Membraneffekte fu¨r den Wirkmechanismus von Nisin von
entscheidender Bedeutung sind. Zusa¨tzlich zu den Permeationseffekten ist zu erwarten, dass
die durch die Aggregation gesto¨rte Lipidordnung in der Membran auch zu Fehlfunktionen
der Zellwandbiosynthesemaschinerie fu¨hrt. Zusammengenommen sprechen folgende Ergeb-
nisse dieser Arbeit fu¨r eine biologische Relevanz großer Nisin-Lipid II-Aggregate: (i) die
starke Korrelation zwischen der Aggregatgro¨ße, dem Zelltod der Bakterien und der Mem-
branpermeation, (ii) das schnelle Wachstum von Nisin-Aggregaten, die zwischen Hunderte
und Hunderttausende Lipid II-Moleku¨le enthielten, und (iii) die relativ langsame Permea-
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tion der Lipid II-haltigen GUVs in Gegenwart einer sehr hohen Anzahl an Nisin-Lipid
II-Komplexen. Deshalb sollte das bisher gu¨ltige Modell der Porenbildung von Hasper und
Mitarbeitern [142] weiter u¨berpru¨ft werden.
Auf Grundlage von experimentellen und theoretischen Studien der Interaktion von antimi-
krobiellen Peptiden mit Modellmembranen kann man versuchen, den Aggregationsprozess
physikochemisch zu verstehen. Spekulativ la¨sst sich ein solcher Prozess so beschreiben:
vermutlich fu¨hrt die durch die Aggregation von Nisin bewirkte Segregation von Lipid II
zuna¨chst zu einer Phasentrennung in eine Lipid II-arme und eine Lipid II-reiche Phase. In
den Lipid II-reichen Phasen wu¨rde die asymmetrische Insertion von Nisin dann vermut-
lich eine Expansion der a¨ußeren Schicht der Lipiddoppelschicht bewirken. Als Konsequenz
der steigenden Membranspannung wu¨rde es zuna¨chst zu einer Porenbildung kommen. Die
außerdem beobachtete Formumwandlung in Form von
”
Vesikelknospung“ tra¨te als Folge
einer Minimierung der Biegeenergie der Membran aufgrund der asymmetrischen Bindung
von Nisin an die GUV-Membran auf.
Eine pra¨zise Beschreibung der Wechselwirkungen, die die Aggregation der zuna¨chst ge-
bildeten Nisin-Lipid II-Komplexe begu¨nstigen, ist immer noch nicht mo¨glich. Gerichtete,
spezifische Wechselwirkungen zwischen den Komplexen scheinen unwahrscheinlich, da sich
dann nur kleine Oligomere bilden wu¨rden. Die Art der Wechselwirkungen zwischen den
Komplexen ließe sich aber mittels Molekulardynamikuntersuchungen wie von Kandt und
Mitarbeitern [156] weiter untersuchen.
Noch genauere Erkenntnisse u¨ber die tatsa¨chlichen Aggregatgro¨ßen und die Kinetik des
Aggregatwachstums ko¨nnten mittels 3-dimensionaler Partikelverfolgung [151] erhalten wer-
den. Mit dieser Methode lassen sich sehr lange Trajektorien aufnehmen, die eine genaue
Bestimmung der Diffusionskoeffizienten einzelner Moleku¨le ermo¨glichen. Damit lassen sich
zum einen den einzelnen Partikeln definierte Gro¨ßen zuordnen. Zum anderen ko¨nnen durch
Vera¨nderungen der Mobilita¨t wa¨hrend der Beobachtungszeit U¨berga¨nge zwischen verschie-
denen Zusta¨nden nachgewiesen werden. Zusa¨tzlich ließen sich durch Messung des Energie-
transfers (Fo¨rster energy resonance transfer, FRET) zwischen einzelnen Nisin- und Lipid
II-Moleku¨len Bindeereignisse von Nisin an Lipid II beobachten. Eine dadurch hervorgeru-
fene A¨nderung der Mobilita¨t ko¨nnte unmittelbar analysiert werden.
5 Methoden
5.1 Aufreinung und Markierung von Nisin
Nisin Z wurde aufgereinigt und fluoreszenzmarkiert von Dr. Imke Wiedemann zur Verfu¨gung
gestellt. Dafu¨r wurde es zuna¨chst mittels Chloroformextraktion und Hochleistungsflu¨ssig-
keitschromatographie (high-performance liquid chromatography, HPLC) aus dem Kulturu¨ber-
stand von L. lactis extrahiert [175, 176]. Zur Fluoreszenzmarkierung wurde der Farbstoff
Alexa Fluor 647 (AF647) an die C-terminale Carboxylgruppe von Nisin gekoppelt (Abbil-
dung 5.1). Dafu¨r wurde als Hydrazid funktionalisiertes AF647 verwendet. Fu¨r die Reaktion
wurden 5 mg Nisin in 1 mL MES-Puffer (0,1 mM, pH 4,7-5,5) gelo¨st, 1 mg AF647-Hydrazid
in 60 µL DMSO vorgelo¨st und zu 0,5 mL der Nisinlo¨sung gegeben. Um die Carboxylgruppe
des Peptids zu aktivieren, wurde eine frische Lo¨sung (500 mM) des wasserlo¨slichen Carbo-
diimids 1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimid (EDC) in MES-Puffer hergestellt
und 14 µL davon zu der Reaktionslo¨sung gegeben. Diese wurde u¨ber Nacht bei Raumtem-
peratur inkubiert. Nisin-AF647 wurde mittels HPLC auf einer C18-Sa¨ule unter Verwendung
eines linearen Gradienten von Puffer A (Wasser, 0,1 % Trifluoressigsa¨ure (TFA)) zu Puffer
B (Acetonitril, 0,1 % TFA) aufgereinigt.
5.2 Aktivita¨tsuntersuchung von markiertem Nisin
Um die Aktivita¨t von markiertem Nisin-AF647 und nativem Nisin zu vergleichen, wur-
de eine Empfindlichkeitsbestimmung gegenu¨ber B. subtilis durchgefu¨hrt. Dafu¨r wurde aus
einer U¨bernachtkultur eine frische Suspensionskultur der Bakterien in 100 mL LB (lyso-
geny broth)-Medium hergestellt. Die Suspensionskultur wurde unter Schu¨tteln bei 37 ◦C
inkubiert, bis die Zellen zu einem OD600 = 0,3 gewachsen waren. Je 50 µL einer 1:10
6
Verdu¨nnung der Kultur in LB-Medium wurden in die Vertiefungen einer sterilen 96-Loch-
Titerplatte gegeben. Dazu wurden immer jeweils 50 µL einer Nisin- oder Nisin-AF647-
haltigen Lo¨sung in LB-Medium gegeben. Es wurden fu¨r Nisin und Nisin-AF647 dieselben,
sieben verschiedenen Nisinkonzentrationen im Bereich zwischen 0 und 15 µM getestet. Die
Mikrotiterplatte wurde unter leichtem Schu¨tteln bei 37 ◦C u¨ber Nacht inkubiert. Es wurde
per Auge anhand der Tru¨bung des Mediums bestimmt, in welchen Vertiefungen Bakterien
gewachsen waren.
92 Kapitel 5 - Methoden
Nisin Z








































































































































































































Abbildung 5.1: Reaktion von Nisin Z mit Alexa Fluor 647-Hydrazid. Nach Aktivierung der Car-
boxylgruppe mittels EDC wurde der C-Terminus von Nisin spezifisch markiert.
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5.3 Pra¨paration von Lipid II und seinen Derivaten
Lipid II, der membrangebundene Tra¨ger der Peptidoglykaneinheit, wurde von der Arbeits-
gruppe Sahl zur Verfu¨gung gestellt. Lipid II wurde in vitro wie von Schneider und Mitar-
beitern beschrieben synthetisiert und aufgereinigt [177]. Dafu¨r wurde die enzymatische Ak-
tivita¨t von Membranpra¨parationen von M. luteus ausgenutzt, um C55-P unter Zusatz von
Uridindiphosphat-N-Acetylmuraminsa¨urepyrophosphat (UDP-MurNAc-PP) und UDP-N -
Acetylglucosamin (UDP-GlcNAc) zu Lipid II umzusetzen. Die Synthese von Lipid I wurde
analog durchgefu¨hrt, jedoch ohne dass der Reaktion UDP-GlcNAc zugefu¨gt wurde. Die
Syntheseprodukte wurden in Butanol/6M Pyridin extrahiert und mittels Du¨nnschichtchro-
matographie (DC) aufgereinigt. Mittels Phosphattest nach Rouser [178] wurde die Kon-
zentration der Lipide bestimmt.
5.4 Fluoreszenzmarkierung der Lipide
Typischerweise werden zur Fluoreszenzmarkierung von Biomoleku¨len kommerziell erha¨ltli-
che NHS-Ester-Farbstoffe kovalent an prima¨re Aminogruppen gekoppelt. In dieser Arbeit
wurden fu¨r die Markierung von Phospholipiden Phosphatidylethanolamine verwendet, die
als Kopfgruppe ein prima¨res Amin besitzen. Natives Lipid II besitzt mit einer Lysingruppe
ebenfalls ein prima¨res Amin an seiner Kopfgruppe, das fu¨r die Reaktion geeignet ist.
5.4.1 Markierung von Phospholipiden
30 nmol 1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamin und die a¨quimolare Menge
des entsprechenden Farbstoffes (Alexa Fluor 546-NHS-Ester (AF546) oder Atto 647-NHS-
Ester (Atto647)) wurden zuna¨chst in 50 µL einer Lo¨sung aus Chloroform/Methanol (2:1,
v/v) miteinander vermischt. Unter Zugabe von 15 molaren A¨quivalenten Triethylamin zur
Deprotonierung der Aminogruppe wurde die Reaktion fu¨r 1 Stunde bei Raumtempera-
tur inkubiert. Markierte und unmarkierte Lipide wurden mittels pra¨parativer DC unter
Verwendung von Chloroform/Methanol/Wasser (65:25:4, v/v/v) als Laufmittel getrennt
(Abbildung 5.2 A). Prima¨re Amine, also nicht reagierte PE-Lipide, wurden mit einer
Ninhydrin-Spru¨hlo¨sung angefa¨rbt. Die das markierte Lipid enthaltende Bande wurde von
der Chromatographiefolie gekratzt und das Reaktionsprodukt mit Methanol aus dem Kie-
selgel extrahiert.



















Abbildung 5.2: Du¨nnschichtchromatographie. (A) Kontrolle der Reaktion von POPE mit Atto647-
NHS-Ester. Links: POPE; Mitte: Reaktionsprodukt POPE-Atto647; rechts: reiner Farbstoff Atto
647-NHS-Ester. (B) Aufreinigung von Lipid II-AF546. Links: reiner Farbstoff AF546-NHS-Ester;
Mitte und rechts: Reaktionslo¨sung mit Edukten (AF546-NHS-Ester und Lipid II) und Produkten
(Lipid II-AF546).
5.4.2 Markierung von Lipid II
Lipid II wurde mit Atto 488-NHS-Ester (Atto488) markiert, indem die in vitro-Synthese
mit UDP-MurNAc-Pentapeptid-Atto488 anstelle des unmarkierten Substrats durchgefu¨hrt
wurde. UDP-MurNAc-Pentapeptid-Atto488 wurde von Dr. Imke Wiedemann zur Verfu¨gung
gestellt. Dafu¨r wurde UDP-MurNAc-Pentapeptid, das aus Staphylococcus simulans 22 wie
von Kohlrausch und Ho¨ltje beschrieben [179] isoliert und aufgereinigt worden war, in
0,1 M Natriumcarbonat/Acetonitril-Lo¨sung (1:1, v/v) gelo¨st. Es wurde schrittweise eine
Lo¨sung von Atto 488-NHS-Ester (4 mg/mL) zugegeben, sodass ein molares Verha¨ltnis von
UDP-MurNAc-Pentapeptid zu Atto488-NHS-Ester von 2:1 eingestellt wurde. Die Reakti-
onslo¨sung wurde fu¨r 60 Minuten bei Raumtemperatur und anschließend u¨ber Nacht bei
4 ◦C unter konstantem Schwenken inkubiert. Das Reaktionsprodukt wurde mittels HPLC
aufgereingt. Dazu wurde die Reaktionslo¨sung auf eine C18-Sa¨ule aufgetragen und das Pro-
dukt mit folgendem Puffergradienten eluiert: in 10 Minuten von 0 % auf 20 % B; 10 Minuten
isokratisch bei 20 % B; in 10 Minuten von 20 % zu 100 % B (Puffer A: 50 mM Ammoni-
umdicarbonat; Puffer B: Methanol). Die UDP-MurNAc-Pentapeptid-Atto488 enthaltenden
Fraktionen wurden gefriergetrocknet und bei −20 ◦C aufbewahrt.
Lipid II-AF546 und Lipid II-Atto647 wurden von Dr. Fabian Grein zur Verfu¨gung gestellt.
Da nur kleine Mengen (< 1 nmol) zur Einzelmoleku¨lverfolgung in GUVs beno¨tigt wurden,
wurde Lipid II durch direkte Reaktion mit AF546-NHS-Ester oder Atto647-NHS-Ester
an der Lysingruppe markiert. Dazu wurden 5 nmol Lipid II mit 2,5 molaren A¨quivalenten
des Farbstoffs in einer Lo¨sung aus Chloroform/Methanol/N,N -Diisopropylethylamin (5:5:1,
v/v/v) fu¨r eine Stunde bei Raumtemperatur unter leichtem Schwenken inkubiert. Mittels
5.5 Vesikelpra¨paration 95
pra¨parativer DC wurde das Reaktionsprodukt von unmarkiertem Lipid II getrennt (Abbil-
dung 5.2 B). Dabei wurde als Laufmittel eine Lo¨sung aus Chloroform/Methanol/Wasser/
Ammoniak (88:48:10:1) verwendet. Die das markierte Lipid enthaltende Bande wurde von
der Chromatographiefolie gekratzt und das Reaktionsprodukt mit Methanol aus dem Kie-
selgel extrahiert.
5.5 Vesikelpra¨paration
5.5.1 Pra¨paration unilamellarer Riesenvesikel
Unilamellare Riesenvesikel wurden mit der Methode der Elektroformation pra¨pariert [29].
Dazu wurde zuna¨chst eine 1,3 mM Mischung der entsprechenden Lipide in Chloroform her-
gestellt. Die Probenkammer wurde aus gereinigten, mit Indiumzinnoxid (indium tin oxide,
ITO) beschichteten Gla¨sern gefertigt. Zur Reinigung wurden die ITO-Gla¨ser im Ultraschall-
bad fu¨r 15 Minuten mit 0,1 M Natronlauge inkubiert, mit deionisiertem Wasser gewaschen
und anschließend mit Aceton gereinigt. Jeweils zwei Deckgla¨ser wurden auf ihren leitfa¨hi-
gen Seiten am Rand mit klebendem Kupferband verbunden. Ein solches Paar diente als
Unterseite der Probenkammer und ein weiteres als Oberseite. Auf jedes der ITO-Gla¨ser
wurden 20 µL der Lipidlo¨sung gegeben und das Chloroform verdampft. Als Kammerwa¨nde
dienten O-Ringe aus Teflon-ummanteltem Viton, auf die vorher zur Abdichtung eine du¨nne
Schicht Silikonvakuumfett aufgetragen wurde. Die Kammer wurde mit 275 µL einer 250
mM Saccharoselo¨sung gefu¨llt. Zur Elektroformation der GUVs wurde eine Wechselspan-
nung von 1,2 V mit einer Frequenz von 12 Hz angelegt, indem die Kupferba¨nder an einen












Abbildung 5.3: Schematische Darstellung der Elektroformationsmethode.
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5.5.2 Pra¨paration großer, unilamellarer Riesenvesikel
Große, unilamellare Vesikel mit einem Durchmesser von 100 nm wurden mit der Extrusi-
onstechnik pra¨pariert [180]. Dazu wurde zuna¨chst in Chloroform die entsprechende Lipid-
mischung hergestellt. Fu¨r das spektroskopische Ausstro¨mexperiment (Abschnitt 5.7) wurde
eine Mischung aus DOPC und 0,05 mol% Lipid II verwendet. Das Lo¨sungsmittel wurde im
Stickstoffstrom entfernt und der getrocknete Lipidfilm in 300 µL Puffer (50 mM MES, 100
mM Natriumsulfat, pH 5,5) resuspendiert. Dem verwendeten Puffer wurde Carboxyfluore-
scein in einer selbstlo¨schenden Konzentration (50 mM) zugegeben. Das Carboxyfluorescein
wurde dafu¨r in 1 M Natriumhydroxidlo¨sung vorgelo¨st und entsprechend verdu¨nnt. Zum
Resuspendieren des Lipidfilms wurde die Flu¨ssigkeit auf einem Schu¨ttler gru¨ndlich durch-
mischt und das Gefa¨ß zwischendurch im Wasserbad bei 30 ◦C geschwenkt, bis sich der
Lipidfilm vom Boden des Gefa¨ßes gelo¨st hatte. Die Suspension von multilamellaren Vesi-
keln wurde daraufhin in flu¨ssigem Stickstoff schockgefroren und unter leichtem Schwenken
im Wasserbad langsam wieder aufgetaut. Der Vorgang wurde 8-10 mal wiederholt. Um
unilamellare Vesikel einheitlicher Gro¨ße zu erhalten, wurde die Suspension 21 mal durch
eine Polycarbonatmembran mit einem Porendurchmesser von 100 nm mit Hilfe eines Mini-
Extruders extrudiert. Nach dem Extrudieren wurde der nicht eingeschlossene Farbstoff
mittels Gelfiltration entfernt. Zur Pra¨paration der Sa¨ule wurde eine Suspension von 1 g
Sa¨ulenmaterial in 25 mL des verwendeten Puffers kurz erhitzt und das Sa¨ulenmaterial fu¨r
eine Stunde vollsta¨ndig hydratisiert. Die Sa¨ule wurde zweimal mit dem Puffer gewaschen
und dann mit dem Sa¨ulenmaterial befu¨llt. Nachdem sich das Material vollsta¨ndig gesetzt
hatte, wurde die u¨berschu¨ssige Flu¨ssigkeit abgelassen, die Vesikelsuspension aufgetragen
und die vesikelhaltige Fraktion aufgefangen. Bis zum Start der Messung wurden die Lipo-
somen auf Eis gelagert.
5.6 Bakterienkultur fu¨r die Mikroskopie
Fu¨r die Mikroskopie wurden Zellen von B. subtilis verwendet. Aus einer Glycerinkultur
wurden 100 mL LB-Medium angeimpft. Die Zellen wurden als Suspensionskultur u¨ber
Nacht unter Schu¨tteln bei 37 ◦C kultiviert. Eine neue Suspensionskultur wurde hergestellt,
indem 1 mL der U¨bernachtkultur in 100 mL LB-Medium gegeben wurden. Die Zellen
wurden unter Schu¨tteln bei 37 ◦C bis zu einem OD600 = 0,3 kultiviert.
5.7 Fluoreszenzspektroskopische Messungen
Die Messungen wurden an einem Fluoreszenzspektrometer LS55 der Firma PerkinElmer
(Waltham) durchgefu¨hrt. Die wie in Abschnitt 5.5.2 beschrieben pra¨parierte Vesikello¨sung
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wurde in eine Glasku¨vette gegeben. Die Carboxyfluorescein-Fluoreszenz wurde mit einer
Wellenla¨nge λex = 490 nm angeregt und u¨ber einen Zeitraum von 6 Minuten bei einer
Wellenla¨nge λem = 525 nm detektiert. Nach 50 s wurden jeweils Nisin oder Nisin-AF647 mit
einer Endkonzentration von 1 µM zugegeben. Um einen Referenzwert fu¨r die vollsta¨ndige
Membranpermeation zu erhalten, wurde die Membran nach beendeter Reaktion mit Nisin
durch Zugabe von 1 % (v/v) Triton-X100 restlos permeabilisiert.
5.8 Mikroskopische Methoden
5.8.1 Fluoreszenzmikroskopie von Bakterien
Fu¨r die Messungen an Bakterienzellen wurde ein inverses Fluoreszenzmikroskop verwen-
det, das auch u¨ber eine Beleuchtung zur internen Totalreflexionsmikroskopie verfu¨gte (total
internal reflexion fluorescence microscopy (TIRF)) [181]. Zur Fluoreszenzanregung von SY-
TOX Green wurde ein Laser der Wellenla¨nge λex = 488 nm (Sapphire-100, Coherent) und
fu¨r die Fluoreszenzanregung von Nisin-AF647 ein Laser der Wellenla¨nge λex = 640 nm
(Cube640-40C, Coherent) verwendet. Das Fluoreszenzlicht wurde unter Verwendung eines
dichroischen Filters (HFT 480/640) mit einem O¨lobjektiv (Alpha-Planfluar, 100x/1.45,
Carl Zeiss MicroImaging GmbH) mit einer sensitiven EMCCD-Kamera (iXON DV 860-BI,
Andor) detektiert. Mit einer Kamerapixelgro¨ße von 16 x 16 µm2 und einer zusa¨tzlichen,
4fachen Vergro¨ßerung ergab sich ein Aufnahmebereich von 20,5 x 20,5 µm2 mit einer Pi-
xelgro¨ße von 40 nm in der Objektebene.
Zuna¨chst wurden Bakterienzellen von B. subtilis wie in Abschnitt 5.6 beschrieben kulti-
viert. Um das Medium zu entfernen, wurden 1 mL der Kultur bei 12.000 rpm fu¨r zwei
Minuten zentrifugiert und in einem Zehntel des Ausgangsvolumens resuspendiert. Zum Re-
suspendieren wurde M9-Minimalmedium verwendet. Die Zellen wurden fu¨r 5 Minuten mit
Nisin-AF647 mit einer Endkonzentration von 1,5 µM inkubiert. 1 µL dieser Zellsuspension
wurde auf ein Agarosekissen gegeben (Abbildung 5.4). Die Agarosekissen wurden herge-
stellt, indem eine 1%ige Agaroselo¨sung in der Mikrowelle kurz zum Kochen erhitzt und auf
40 ◦C abgeku¨hlt wurde. Zu der Agaroselo¨sung wurde SYTOX Green mit einer Endkon-
zentration von 50 nM gegeben, die Lo¨sung gut durchmischt und 1 mL der noch flu¨ssigen
Agaroselo¨sung zwischen 2 Deckgla¨ser (2,5 x 2,5 cm2) gegeben. Nach Abku¨hlen wurde aus
dem Gel mit einem Skalpell ein Kissen passender Gro¨ße geschnitten. SYTOX Green diente
zur Identifizierung von Bakterienzellen mit bescha¨digter Zellmembran [147]. Nachdem die
Flu¨ssigkeit der Bakterienzsuspension von dem Agarosekissen aufgenommen worden war
und die Bakterienzellen somit auf der Oberseite des Agarosekissen immobilisiert waren,
wurde das Kissen umgedreht in eine kommerziell erha¨ltliche Glasboden-Petrischale gelegt
(Abbildung 5.4). An jeder Probenposition wurden jeweils drei Filme, im Durchlichtkanal
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und mit Fluoreszenzanregung bei λex = 488 nm und λex = 640 nm, mit 30 Bildern bei






Abbildung 5.4: 1 µL der mit Nisin-AF647 inkubierten Suspension von B. subtilis wurde auf ein
Agarosekissen gegeben. Nach kurzer Zeit war der Flu¨ssigkeitsfilm getrocknet und die Bakterien-
zellen auf der Oberfla¨che des Kissens immobilisiert. Zum Mikroskoieren wurde das Agarosekissen
umgedreht in eine Mikroskopierschale mit Deckglasboden gelegt.
5.8.2 Konfokale Laserrastermikroskopie
Die Bildung der GUVs, der erfolgreiche Einbau von markierten Lipidmoleku¨len und die
Interaktion zwischen GUVs und Nisin–AF647 sowie die Translokation von Fluoreszenz-
farbstoffen wurden mittels konfokaler Laserrastermikroskopie unter Verwendung eines LSM
510 Meta (Carl Zeiss MicroImaging GmbH) bei Raumtemperatur beobachtet. Dieses war
mit einem Wasserimmersionsobjektiv (Zeiss C-Apochromat, 40x/1.2, Corr) und einem
Luftobjektiv (Zeiss Plan-Neofluar, 20x/0.5) ausgestattet. LuciferYellow (LY) und Lipid
II-Atto488 wurden mit Licht eines Argonionenlasers der Wellenla¨nge von λex = 458 nm
und λex = 488 nm und Nisin–AF647 mit Licht eines Helium–Neon-Lasers der Wellenla¨nge
λex = 633 nm angeregt. Die Laserstrahlen wurden durch einen dichromatischen Farbtei-
ler (UV/488/543/633) auf die Probe gelenkt. Zur Detektion der Fluoreszenz wurden ein
zweiter dichromatischer Farbteiler (545) und zwei Emissionsfilter (BP505-550 und LP650)
verwendet. Fu¨r vergleichende Messungen wurden immer dieselben Intensita¨ts- und Detek-
toreinstellungen gebraucht.
Fu¨r die Messungen wurden zuna¨chst Glucoselo¨sungen mit entsprechenden Farbstoff- und
Nisinkonzentrationen hergestellt, um eine homogene Verteilung der Moleku¨le in der Lo¨sung
zu gewa¨hrleisten. Zu diesen Lo¨sungen wurden GUVs in einer Verdu¨nnung von 1:5 gege-
ben. Der Start der Aufnahme erfolgte fu¨nf Minuten nach GUV-Zugabe, als die GUVs
aufgrund des Dichteunterschieds zwischen der eingeschlossenen Saccharoselo¨sung und der
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umgebenden Glucoselo¨sung auf den Probenkammerboden gesunken waren und dort stabil
liegen blieben. Fu¨r die konfokale Laserrastermikroskopie wurden kommerziell erha¨ltliche
Glasboden-Petrischalen als Probenkammern verwendet.
Messung der Membraninteraktion
Fu¨r Bindungsstudien von Nisin-AF647 an die GUV-Membranen wurden Verdu¨nnungen in
250 mM Glucoselo¨sung oder ionenhaltiger Glucoselo¨sung (125 mM Glucose, 30 mM MES,
35 mM Na2SO4, pH = 5,8) mit einer Endkonzentration von 0,2 oder 1,5 µM Nisin-AF647
hergestellt. Es wurden GUVs aus DOPC hinzugegeben, in die 20 mol% DOPG und/oder
0,2 mol% C55-P, C55-PP, Lipid I und Lipid II integriert waren. Um die Interaktion mit Lipid
II zu visualisieren, wurden GUVs verwendet, die 0,2 mol% Lipid II-Atto488 enthielten. Fu¨r
die Aufnahmen wurde das Wasserimmersionsobjektiv verwendet.
Messung der Membranpermeation
Die Fa¨higkeit von Nisin, die Membran zu permeabilisieren, wurde anhand der Translokation
des Farbstoffes LuciferYellow (LY) untersucht. LY ist ein kleiner, polarer Farbstoff, der eine
intakte Membran nicht passieren kann. Es wurde den Glucoselo¨sungen zusa¨tzlich zu Nisin
mit einer Endkonzentration von 30 µM hinzugefu¨gt. Fu¨r die Translokationsexperimente
wurden GUVs aus DOPC zugegeben, die 20 mol% DOPG und/oder 0,2 mol% C55-P, C55-
PP, Lipid I und Lipid II enthielten. Der Farbstoff, der sich in der umgebenden Lo¨sung
befand, konnte nur ins Innere der Vesikel gelangen, wenn sich Poren in der Membran
bildeten. Fu¨r die Aufnahmen wurde das Luftobjektiv verwendet.
5.8.3 Lichtblattmikroskopie
Fu¨r die Messungen der Lipidmobilita¨t wurde ein in unserer Arbeitsgruppe entwickeltes
Lichtblattmikroskop verwendet [153, 151]. Die speziell angefertigten Probenku¨vetten mit
Deckglasboden (Abbildung 5.5 A) wurden vor jedem Experiment in 2 %iger (v/v) Hellmanex-
Lo¨sung gereinigt und im Argon-Strom getrocknet. Der Probenhalter war mit einem Piezo-
Positioniersystem (Physik Instrumente) motorisiert, um die GUVs im Lichtblatt zu plat-
zieren. Die Fluoreszenz wurde durch Beleuchtung mit einem du¨nnen Lichtblatt mit einer
Dicke < 2,2 µm (Halbwertsbreite) senkrecht zur Detektionsachse angeregt. Um einen gro¨ße-
ren Bereich gleichma¨ßig auszuleuchten, konnte die Dicke des Lichtblatts auf 10 µm erho¨ht
werden. Zur Fluoreszenzanregung standen drei Laserlinien (λex = 488 nm, Sapphire-100
und λex = 640 nm, Cube640-40C, Coherent; λex = 532 nm, LasNova GLK 3250 T01, Lasos)
zur Verfu¨gung. Die Fluoreszenz wurde senkrecht zur Anregung durch den Glasboden der
Probenkammer detektiert. Die zur Detektion verwendeten Filter, Objektive und Kameras
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wurden passend je nach Anwendung gewa¨hlt. Zur Zwei-Kanal-Detektion konnte ein Bild-
teiler (OptoSplit II, Cairn Research Ltd), ausgestattet mit entsprechenden Filtern, vor den
Kameras montiert werden. Alle Messungen wurden bei Raumtemperatur (20 ◦C) durch-
gefu¨hrt. Vor jeder Messung wurde mittels einer Kalibrierlo¨sung aus in Wasser gelo¨stem
Fluoreszenzfarbstoff das Lichtblatt in die Probenku¨vette fokussiert (Abbildung 5.5 B) und















Abbildung 5.5: (A) Schematische Darstellung der Probenku¨vette. (B) Fotografie des Lichtblatts
(gelb), das von links durch das Beleuchtungsobjektiv in die Probenku¨vette fokussiert wurde. Die
Fluoreszenz wurde senkrecht dazu von unten durch den Kammerboden mit verschiedenen Objekti-
ven detektiert.
Zur Durchfu¨hrung aller Messungen wurden zuna¨chst wie fu¨r die konfokale Laserrastermi-
kroskopie Glucoselo¨sungen mit entsprechenden Farbstoff- und Nisinkonzentrationen her-
gestellt. Zu diesen Lo¨sungen wurden GUVs in einer Verdu¨nnung von 1:8,25 gegeben. Der
Start der Aufnahme erfolgte fu¨nf Minuten nach GUV-Zugabe, als die GUVs aufgrund des
Dichteunterschieds zwischen der eingeschlossenen Saccharoselo¨sung und der umgebenden
Glucoselo¨sung auf den Probenkammerboden gesunken waren und dort stabil liegen blieben.
Einzelmoleku¨lmessungen
Die fu¨r die Einzelmoleku¨lmessungen verwendeten GUVs bestanden aus POPC mit und
ohne Zusatz von 0,2 mol% Lipid II und enthielten zusa¨tzlich 10−6 mol% Lipid II-Atto647
oder POPE-Atto647. Um die A¨nderung der Mobilita¨t von Lipid II-Atto647 in Lipid II-
haltigen POPC-GUVs nach Zugabe von Nisin zu untersuchen, wurden zwei verschiedene
Nisinkonzentrationen verwendet. Das Nisin-zu-Lipid II-Verha¨ltnis entsprach fu¨r die niedri-
gere Nisinkonzentration von 0,2 µM einem Wert von 4:1 und fu¨r die ho¨here Konzentration
von 1,5 µM einen Wert von 30:1. Fu¨r jede experimentelle Bedingung wurden sechs Pro-
ben pra¨pariert, in denen jeweils 3-5 GUVs vermessen wurden. Die Dauer der Messungen
betrug 20 Minuten. Das Fluoreszenzlicht wurde durch den Deckglasboden der Probenkam-
mer unter Verwendung eines Objektivs mit hoher numerischer Apertur (CFI Apo LWD
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Lambda S 40x/1.15) gesammelt, mittels entsprechender Notch- (NF01-633-U-23.7-D, Sem-
rock) und Bandpassfilter (z532/640m, Chroma) gefiltert und mit einer sensitiven EMCCD
(electron-multiplying charge coupled device)-Kamera (iXon DV-860, Andor Technology)
detektiert. Eine zusa¨tzliche, 2,5fache Vergro¨ßerung resultierte in einer Pixelgro¨ße von 240
nm. Es wurden Filme mit jeweils 2000 Bildern bei einer Bildrate von 95 Hz im Bildu¨bert-
ragungsmodus aufgenommen. Zur Versta¨rkung des elektronischen Signals wurde ein Faktor
von 250 eingestellt.
Messung der Membranpermeation
Fu¨r die Translokationsmessungen wurden GUVs aus POPC mit Zusatz von 0,2 mol% Lipid
II verwendet. Die Glucoselo¨sungen enthielten Nisin-AF647 mit einer Endkonzentration von
0,2 µM oder 1,5 µM und LY mit einer Endkonzentration von 20 µM. Es wurde ein Objek-
tiv mit geringer Vergro¨ßerung (Plan Fluor 20x/0.50, Nikon) verwendet, um einen großen
Probenausschnitt abzubilden. Die Fluoreszenz wurde mit einer pco.edge sCMOS Kamera
(pco.edge, PCO) unter Verwendung des entsprechenden Notchfilters (NF01-488-U-23.7-D,
Semrock) detektiert. Die Messungen wurden 5 Minuten nach Zugabe der GUVs gestartet.
U¨ber einen Zeitraum von 20 Minuten wurde alle 30 Sekunden ein Bild aufgenommen.
Volumetrische Messungen
Um die nisininduzierte Vesikelabschnu¨rung in Lipid II-haltigen POPC-Vesikeln abzubilden,
wurde die Membran durch den Einbau von 0,1 mol% POPE-AF546 visualisiert. Mit einem
Objektiv geringer Vergro¨ßerung (CFI Plan Fluor 10x/0.30) wurden die Vesikel volumetrisch
mit einer pco.edge sCMOS Kamera (pco.edge, PCO) abgebildet. Bildstapel wurden aufge-
nommen, indem die Probenkammer durch das Lichtblatt bewegt wurde und im Abstand
von 1 µm jeweils ein Bild detektiert wurde. Die gesamte Aufnahmezeit fu¨r einen Bildstapel
betrug 4 s. Um den Vesikelradius als Funktion der Zeit zu bestimmen, wurde u¨ber einen
Zeitraum von 20 Minuten ein Bildstapel pro Minute aufgenommen.
Zur gleichzeitigen Detektion zweier Farbstoffe (POPE-AF546 und Nisin-AF647) auf dem
Kamerachip wurde der Bildteiler vor der Kamera eingesetzt. Mittels eines dichroischen
Spiegels (FF662-FDi01-25x36, Semrock) wurde das Fluoreszenzlicht abha¨ngig von der Wel-
lenla¨nge auf zwei Kana¨le aufgespalten und unter Verwendung eines Bandpassfilters (ET560/
80M, Chroma) auf dem Kamerachip abgebildet. Die Bildteilung wurde so justiert, dass der
Kamerachip voll ausgeleuchtet und die beiden spektral getrennten Bilder gleich große Be-
reiche einnahmen.
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5.9 Datenanalyse
5.9.1 Translokationsanalyse
Die Translokation von LY u¨ber die GUV-Membranen wurde mit Hilfe des Programms
ImageJ [182] analysiert. Um GUVs mit einem Radius kleiner als 20 µm von der weite-
ren Analyse auszuschließen, wurden mittels des Partikelanalysewerkzeugs GUVs mit einem
Radius gro¨ßer als 20 µm identifiziert. Dazu wurde ein Intensita¨tsschwellenwert festgelegt,
durch den sich die GUVs (geringe Intensita¨t) von der umgebenden Lo¨sung (hohe Intensita¨t)
unterscheiden ließen. Dies funktionierte in der Regel sehr gut, da zu Beginn der Messung
der Intensita¨tsunterschied zwischen Vesikelinnerem und -a¨ußerem groß war. Fu¨r die iden-
tifizierten GUVs wurde ein mittlerer Wert fu¨r die Intensita¨t der Fluoreszenz innerhalb,
F innen, und außerhalb, F außen, bestimmt. Das Verha¨ltnis F innen/F außen wurde als Maß
fu¨r die Membranpermeabilisierung verwendet. Das Verha¨ltnis wurde fu¨r alle GUVs jeweils
5, 10 und 15 Minuten nach Zugabe von Nisin bestimmt. Diese Verha¨ltnisse wurden dann
fu¨r jede untersuchte Membranzusammensetzung als Histogramm aufgetragen, wobei fu¨r
jedes Histogramm mindestens 30 GUVs analysiert wurden. Zur vereinfachten Darstellung
wurden fu¨r jede untersuchte Membranzusammensetzung die mittleren Intensita¨tsverha¨lt-
nisse < Finnen/Faußen > fu¨r die ausgewa¨hlten Zeitpunkte berechnet. Die Signifikanz der
Daten wurde mit einem unabha¨ngigen, zweiseitigen t-Test gepru¨ft. p-Werte wurden mit-
tels MATLAB bestimmt. Signifikante Werte wurden in den Diagrammen mit Sternchen
gekennzeichnet (∗∗∗ fu¨r p < 0,005, ∗∗ fu¨r p < 0,01 und ∗ fu¨r p < 0,1).
5.9.2 Aggregatintensita¨tsanalyse
Die Intensita¨tsanalyse der Nisin-AF647-Aggregate in den GUV-Membranen wurde mit den
Programmen ImageJ und MATLAB durchgefu¨hrt. Zuerst wurden die Bilder in Polarko-
ordinaten transformiert (Polartransformationsplugin von Edwin Donelly, Vanderbilt Uni-
versita¨t und Frederic Mothe, INRA Zentrum Nancy), wodurch die in der a¨quatorialen
Ebene der GUVs gemessenen Ringprofile der Membran in Linearprofile konvertiert wur-
den. Die Intensita¨t von Nisin-AF647 an der Membran wurde entlang einer 7 Pixel breiten
Linie bestimmt. Die Intensita¨tswerte F wurden als Histogramm dargestellt, an welches
eine Gaußfunktion angepasst wurde. Die aus der Anpassung erhaltenen Werte fu¨r den Er-
wartungswert F¯ und die Standardabweichung σ wurden verwendet, um die Profile gema¨ß
Fnorm=
F−F¯
σ zu normieren. Als na¨chstes wurden molekulare Aggregate identifiziert, indem
Peaks mit einer Intensita¨t Fnorm > 3 bestimmt wurden. Da die Peakintensita¨t abha¨ngig
von der Zahl der fluoreszenten Moleku¨le ist, kann sie als Maß der Aggregatgro¨ße verwendet
werden. Aus der Anzahl der identifizierten Peaks entlang der GUV-Membran wurde eine
Aggregatdichte pro Membranla¨nge bestimmt. Fu¨r jedes GUV wurden sowohl die Peakdichte
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je Membranla¨nge als auch die mittlere Peakintensita¨t bestimmt. Normalisierung, Peakiden-
tifizierung und Aggregatanalyse wurden mittels einer dafu¨r entwickelten, automatisierten
MATLAB-Routine durchgefu¨hrt. Fu¨r jede experimentelle Bedingung wurden mindestens
20 a¨quatoriale Membranprofile ausgewertet. Fu¨r die verschiedenen experimentellen Bedin-
gungen wurden die Mittelwerte aller Peakintensita¨ten sowie aller mittleren Peakdichten
berechnet. Die Signifikanz der Daten wurde mit einem unabha¨ngigen, zweiseitigen t-Test
gepru¨ft. p-Werte wurden mittels MATLAB bestimmt. Signifikante Werte wurden in den
Diagrammen mit Sternchen gekennzeichnet (∗∗∗ fu¨r p < 0,005, ∗∗ fu¨r p < 0,01 und ∗ fu¨r p
< 0,1).
5.9.3 Kolokalisationsanalyse
Die Analyse von zweifarbigen Bildern zum Nachweis der Kolokalisation von Nisin-AF647
und Lipid II-Atto488 in Aggregaten wurde mit ImageJ unter Verwendung des
”
colocalizati-
on highlighter“ Moduls (Christophe Laummonerie, Jerome Mutterer, Institute de Biologie
Moleculaire des Plantes, Strasbourg) durchgefu¨hrt. Der Schwellenwert wurde auf einen Wert
µ + 3σ gesetzt, mit dem Mittelwert µ und der Standardabweichung σ des Hintergrundsi-
gnals im entsprechenden Kanal. Pixel mit denselben Koordinaten wurden als kolokalisiert
betrachtet, wenn fu¨r beide Bilder ihre Intensita¨tswerte u¨ber dem jeweiligen Schwellenwert
lagen. Die Bilder der beiden Detektionskana¨le wurden u¨bereinandergelegt und kolokalisierte
Pixel in weiß hervorgehoben.
5.9.4 Trajektorienanalyse
Die Einzelmoleku¨lsignale wurden mittels des kommerziellen Bildbearbeitungsprogramms
Diatrack (Semasopht) identifiziert und zu Trajektorien verbunden (Abbildung 5.6). Trajek-
torien sind Bewegungspfade von Moleku¨len, die durch eine Zeitsequenz von (x,y)-Koordinaten
definiert sind. Die Identifizierung der Partikel erfolgte u¨ber die Bestimmung lokaler Inten-
sita¨tsmaxima u¨ber einem Schwellenwert. U¨ber die Funktion
”
trash dim“ konnten entspre-
chende Schwellenwerte ausgewa¨hlt werden. Gu¨nstige Werte lagen im Bereich von 25-35.
Das Zentrum der Partikel wurde durch Anpassen einer 2-dimensionalen Gaußkurve an das
Signal mit einer Sub-Pixel Pra¨zision bestimmt [183]. Um die Nanolokalisierung der Mo-
leku¨lsignale automatisch durchzufu¨hren, wurde der
”
high precision mode“ aktiviert. Zur
Verknu¨pfung der Moleku¨lpositionen zu Trajektorien wurde die Funktion
”
Track!“ gestartet.
Die maximal zula¨ssige Distanz rmax, die ein Moleku¨l zwischen zwei Aufnahmen zuru¨ckle-
gen konnte, wurde mittels rmax = 2, 6
√
4D∆t mit dem Diffusionskoeffizienten D und der
inversen Bildrate ∆t abgescha¨tzt. Fu¨r die Lipidmobilita¨t wurde ein Wert von D = 5 µm2/s
angenommen [46]. Der Faktor 2,6 entspricht einem Vertrauensintervall, in dem 99 % aller
Spru¨nge bei gegebenem D und ∆t liegen. Vor der weiteren Analyse wurden die Trajektorien
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sortiert und in 5-minu¨tige Zeitintervalle gruppiert. Es wurden nur Trajektorien bestehend
aus mehr als drei Positionen ausgewertet. Jede weitere Datenanalyse wurde entweder mit





















Abbildung 5.6: Nanolokalisierung der Einzelmoleku¨lsignale mittels Anpassung einer 2-
dimensionalen Gaußfunktion. Mittels des Kriteriums fu¨r die maximal zula¨ssige Distanz rmax (blau-
er Kreis), die ein Moleku¨l zwischen zwei Aufnahmen zuru¨cklegen konnte, wurden die Positionen zu
Trajektorien verknu¨pft (rote Linie).
Lokalisierungsgenauigkeit
Mortensen und Mitarbeiter ([184]) gaben folgende Formel an, um die eindimensionale,
laterale Lokalisierungsgenauigkeit σx zu berechnen:







mit dem Faktor F = 2 fu¨r EMCCD (electron-multiplying charge-coupled device)-Kameras,
der Halbwertsbreite der Punktspreizfunktion (point spread function, PSF) w, der Pixel-
breite a, der Anzahl der Photonen des Signals N Phot und dem Hintergrundrauschen b. Es
sollte außerdem eine zusa¨tzliche Verbreiterung des Signals durch die Bewegung des Emit-
ters wa¨hrend der Aufnahmedauer beru¨cksichtigt werden. Die daraus resultierende effektive








mit dem Diffusionskoeffizient D und der inversen Bildrate ∆t. Die theoretische Halbwerts-
breite der PSF w0 la¨sst sich mittels w0 =
0,51λ
NA bestimmen, wobei λ die Emissionswel-
lenla¨nge des verwendeten Atto647-Farbstoffes (Tabelle ) und NA die numerische Apertur
des verwendeten Objektivs (Abschnitt 5.8.3) waren. Mittels
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NPhot = F ·B/(G ·QA) (5.3)
la¨sst sich die Signalintensita¨t F in die Anzahl der Photonen N Phot umrechnen. Dabei sind
B der Faktor, der die Umwandlung der Elektronenanzahl in digitale Einheiten charak-
terisiert, G der Faktor, mit das elektronische Signal beim Auslesen versta¨rkt wird, und
QA die Quantenausbeute. Die Werte fu¨r B und QA wurden aus den Datenbla¨ttern des
Kameraherstellers entnommen und betrugen B = 18 und QA = 0,92.
Analyse der mittleren Verschiebungsquadrate
Die bekannteste Methode zur Analyse von Partikeltrajektorien ist die Analyse der mittleren
Verschiebungsquadrate (mean square displacement, MSD) <r2(n∆t)>. Dabei bezeichnet
der Index n = 1,...,N alle Positionen der einzelnen Trajektorien mit einer La¨nge N. Bei einer
Auftragung von <r2(n∆t)> gegen n∆t mit der inversen Bildrate ∆t zeigen die Kurven fu¨r
unterschiedliche Bewegungsmodi einen charakteristischen Verlauf (Abbildung 5.7 A, [6]).












































Abbildung 5.7: Trajektorienanalyse zur Berechnung von Diffusionskoeffizienten. (A) MSD-Kurven
fu¨r Diffusion mit Fluss (gestrichelte Linie), freie Diffusion (durchgezogene Linie) und eingeschra¨nkte
Diffusion (gepunktete Linie). (B) Bimodale Sprungweitenverteilung mit den Komponenten D1 = 5
µm2/s (gestrichelte Linie) und D2 = 2,5 µm
2/s (gepunktete Linie). (C) Kumulative Verteilung der
Verschiebungsquadrate r2 mit denselben Parametern wie in (B).
Bei einer freien Diffusion der Partikel wird ein linearer Verlauf von <r2(n∆t)> erhalten,
der mit
<r2(n∆t)> = 4Dmeann∆t (5.4)
fu¨r die 2-dimensionale Bewegung beschrieben werden kann [186]. Der Proportionalita¨tsfak-
tor ist das Vierfache des Diffusionskoeffizienten D. Anhand des Diffusionskoeffizienten la¨sst
sich die Mobilita¨t der Partikel charakterisieren. Es wurde fu¨r jedes Zeitintervall eine MSD-
Kurve erstellt und der mittlere Diffusionskoeffizient Dmean durch Anpassung von Gleichung
5.4 aus der Steigung erhalten. Als Fehler wurde der Standardfehler angegeben, der bei der
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Anpassung mittels eines Algorithmus des Software-Programms Origin zur Minimierung der
Fehlerquadrate erhalten wurde.
Analyse der Diffusionskoeffizienten einzelner Trajektorien
Zur Berechnung einer Verteilung von Diffusionskoeffizienten wurde die MSD-Kurve jeder
einzelnen Trajektorie analysiert und der entsprechende Diffusionskoeffizient Dmean,einzel er-
mittelt. Es wurden nur Trajektorien mit mehr als drei detektierten Positionen ausgewertet.
Die Werte fu¨r Dmean,einzel wurden aus der linearen Anpassung der ersten drei Datenpunkte
der MSD-Kurven erhalten. Die Anpassungsergebnisse der kurzen Trajektorien, die nur 3-5
MSD-Datenpunkte lieferten, waren durch niedrige Werte der Anpassungsgu¨te χ2 gekenn-
zeichnet. Deshalb war in der fu¨r die Analyse entwickelte MATLAB-Routine ein Filter fu¨r
die Trajektorienla¨nge und die Gu¨te der MSD-Anpassung enthalten. Die erhaltenen Diffu-
sionskoeffizienten wurden als kumulative Verteilung aufgetragen. Die kumulativen Vertei-
lungen wurden konstruiert, indem die Zahl der Werte ≤ Dmean,einzel bestimmt und auf die
Gesamtzahl der Datenpunkte normiert wurde [187].
Analyse der Sprungweiten
Eine weitere Analyse der Moleku¨lmobilita¨t ist die Sprungweitenanalyse. Die Wahrschein-
lichkeit, ein Moleku¨l mit dem Diffusionskoeffizienten D nach einer Zeit ∆t in einem Abstand






4D∆t · 2pirdr. (5.5)






4D∆t · 2pir. (5.6)
Zur Bestimmung von D wurde zuna¨chst ein Histogramm der Sprungweiten erstellt. Dafu¨r
wurden die Distanzen zwischen den Trajektorienpositionen fu¨r ein festes Zeitintervall n∆t
vermessen. In dieser Arbeit wurden die Sprungdistanzen fu¨r das Zeitintervall 3∆t bestimmt,
um sehr kurze Trajektorien, die durch kurzes Binden von freiem Atto647-Farbstoff verur-
sacht wurden, herauszufiltern. Nur bei freier Diffusion der Probenmoleku¨le und bei ausrei-
chender Statistik lassen sich die Histogramme mit Gleichung 5.6 gut beschreiben. Deshalb
wurden fu¨r jedes Histogramm mindestens 15.000 Sprungweiten beru¨cksichtigt. Aus den ab-
soluten Ha¨ufigkeiten wurden relative Ha¨ufigkeitsdichten bestimmt, indem jede Klasse des
Histogramms durch die Klassenbreite in µm und die Gesamtzahl der Spru¨nge geteilt wur-
de. Die Anpassung mittels Origin von Gleichung 5.6 an das normierte Histogramm lieferte
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den Diffusionskoeffizienten D. Als Fehler wurde der Standardfehler angegeben, der bei der
Anpassung mittels eines Algorithmus des Software-Programms Origin zur Minimierung der
Fehlerquadrate erhalten wurde.
Um mehrere Mobilita¨tsfraktionen zu beru¨cksichtigen (Abbildung 5.7 B), kann Gleichung








4Di∆t · 2pir (5.7)
mit dem relativen Anteil Ai (
m∑
i=1
Ai = 1) [187] des Diffusionskoeffizienten. Dabei ist Glei-
chung 5.7 die Summe der Wahrscheinlichkeitsdichtefunktionen einzelner Diffusionsspezies,
die mit der Ha¨ufigkeit ihres Vorkommens in der Gesamtpopulation gewichtet werden. Die
Anzahl der relativen Mobilita¨tsanteile m ist kein Anpassungsparameter, sondern muss vor
der Anpassung festgesetzt werden. In dieser Arbeit wurde die zur guten Beschreibung der
Daten notwendige Zahl der Fraktionen i durch Vergleich der Anpassungsgu¨ten χ2 fu¨r An-
passungen mit m = 1,...,5 bestimmt.
Um den Informationsverlust und eventuell falsche Gewichtungen durch das Zusammenfas-
sen von Sprungweiten beim Erstellen des Histogramms zu verhindern, ko¨nnen analog die
kumulativen Verteilungen der quadratischen Sprungweiten (oder Verschiebungsquadrate)
r2 mit der folgenden Funktion angepasst werden (Abbildung 5.7 C, [186]):
P ′(r,∆t) = 1−
k∑
i=1
Ai · e− r
2
4D∆t . (5.8)
Als Fehler wurde wiederum der Standardfehler angegeben, der bei der Anpassung mittels
eines Algorithmus des Software-Programms Origin zur Minimierung der Fehlerquadrate
erhalten wurde. Die kumulativen Verteilungen wurden konstruiert, indem die Zahl der
Werte ≤ r2 bestimmt und auf die Gesamtzahl der Datenpunkte normiert wurde [187].
5.9.5 Radiusberechnung von membranintegrierten Partikeln
Zur Berechnung der Partikelradien von Lipiden und Membranviskosita¨ten aus Diffusionsko-
effizienten wurde die von Saffman und Delbru¨ck [62] entwickelte Gleichung 1.2 auf Grund-
lage des hydrodynamischen Modells verwendet. Das Saffman-Delbru¨ck Modell ist jedoch
nur fu¨r kleine Membraneinschlu¨sse gu¨ltig. Ein generelles Modell wurde von Hughes und
Mitarbeitern [63] entwickelt, erfordert aber komplizierte, numerische Rechnungen. Als sehr
gute Na¨herung dafu¨r wurde von Petrov und Schwille ein analytischer Ausdruck berechnet
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(Gleichung 1.3, [67]). Diese Gleichung wurde verwendet, um aus den Diffusionskoeffizienten
fu¨r Lipid II-Atto647-Mobilita¨ten nach Zugabe von Nisin Aggregatradien zu berechnen.
5.9.6 Bestimmung der Vesikelgro¨ße
Die Radien der Riesenvesikel wurden bestimmt, indem Projektionen der volumetrischen
Aufnahmen (Abschnitt 5.8.3) mittels ImageJ erstellt wurden (Abbildung 5.8). Dadurch
war der Umriss der Vesikel zu erkennen und konnte manuell vermessen werden. Um die
Gro¨ße der Riesenvesikel als Funktion der Zeit zu erhalten, wurden die Radien 7,5, 12,5,





Abbildung 5.8: Zuna¨chst wurden Schnitte durch die GUVs im Abstand von 1 µm aufgenommen,
indem die Probe in z-Richtung durch das Lichtblatt gefahren wurde. Dann wurde eine Projektion
aller Ebenen erstellt und der Radius der GUVs RGUV manuell mit ImageJ vermessen.
5.9.7 Intensita¨tsanalyse in Bakterien
Fu¨r die Analyse der Korrelation zwischen Zellpermeation und Nisinaggregation wurden
die maximalen Pixelintensita¨ten fu¨r SYTOX Green und Nisin-AF647 je Bakterienzelle be-
stimmt. Dafu¨r wurde mittels ImageJ alle Pixelwerte der einzelnen Zellen ermittelt und
der Maximalwert bestimmt (Abbildung 5.9). Anschließend wurden die Maximalwerte fu¨r
SYTOX Green gegen die entsprechenden Maximalwerte fu¨r Nisin-AF647 aufgetragen. Es
wurden 80 Zellen aus 3 Experimenten ausgewertet.
F
max,Nisin-AF647
Abbildung 5.9: Nisin-AF647-Fluoreszenzsignal an einer Zelle von Bacillus subtilis (gestrichelte




Tabelle 6.1: Liste der verwendeten Fluoreszenzfarbstoffe.
Farbstoff Funktionalisierung Firma λex [nm] λex [nm]
Alexa Fluor 546 NHS-Ester Invitrogen 554 570
Alexa Fluor 647 NHS-Ester Invitrogen 651 672
Alexa Fluor 647 Hydrazid Invitrogen 649 666
Atto 488 NHS-Ester ATTO-TEC 501 523
Atto 647 NHS-Ester ATTO-TEC 645 669
Carboxyfluorescein Sigma-Aldrich 492 517
Lucifer Yellow Invitrogen 428 536
SYTOX Green Invitrogen 504 523
6.2 Peptide
Natives Nisin Z wurde von der Arbeitsgruppe von Prof. Sahl, Pharmazeutische Mikrobio-
logie, Universita¨t Bonn, zu Verfu¨gung gestellt.
6.3 Lipide
Lipid I und Lipid II wurden von der Arbeitsgruppe von Prof. Sahl, Pharmazeutische Mi-
krobiologie, Universita¨t Bonn, zur Verfu¨gung gestellt.
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Tabelle 6.2: Liste der verwendeten Lipide.
Lipid Abku¨rzung Firma
1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin DOPC Avanti Polar Lipids
1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phosphoglycerol DOPG Avanti Polar Lipids
1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-
phosphocholin
POPC Avanti Polar Lipids
1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-
phosphoethanolamin
POPE Avanti Polar Lipids
Undecaprenyldiphosphat C55-PP Larodan Fine Chemicals
Undecaprenylphosphat C55-P Larodan Fine Chemicals
6.4 Chemikalien
Tabelle 6.3: Liste der Lo¨sungsmittel.
Lo¨sungsmittel Firma
Acetonitril J. T. Baker
Ammoniak J. T. Baker
Butanol J. T. Baker
Chloroform J. T. Baker
N,N -Diisopropylethylamin J. T. Baker
Dimethylsulfoxid Sigma Aldrich
Methanol Sigma Aldrich
Pyridin J. T. Baker
Triethylamin Carl Roth
Trifluoressigsa¨ure J. T. Baker
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Tabelle 6.4: Liste der Reagenzien.
Reagenzien Abku¨rzung Firma
Agarose Low Melt AppliChem
Ammoniumchlorid Carl Roth
Bovines Serumalbumin BSA Sigma Aldrich
Calciumchlorid Carl Roth










Ninhydrin-Spru¨hlo¨sung fu¨r die DC Carl Roth
Saccharose Sigma Aldrich
Trypton/Pepton aus Casein Carl Roth
6.5 Bakteriensta¨mme
Tabelle 6.5: Liste der verwendeten Bakteriensta¨mme.
Bakterienstamm Verwendung
Bacillus subtilis 168 Mikroskopie
Lactococcus lactis NIZO22186 Nisinproduktion
Micrococcus luteus
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Die Bakteriensta¨mme wurden von der Arbeitsgruppe von Prof. Sahl, Pharmazeutische Mi-
krobiologie, Universita¨t Bonn, zur Verfu¨gung gestellt.
6.6 Medien
LB (Lysogeny broth)-Medium
10 g Trypton/Pepton, 5 g Hefeextrakt und 10 g Natriumchlorid wurden in 1 L deionisier-
tem Wasser gelo¨st, der pH-Wert wurde auf pH = 7 eingestellt und das Medium autoklaviert.
M9-Minimalmedium
Zuna¨chst wurde eine konzentrierten Salzlo¨sung aus 64 g Natriumhydrogenphosphat, 15 g
Kaliumhydrogenphosphat, 2,5 g Natriumchlorid und 5 g Ammoniumchlorid in 1 L deioni-
siertem Wasser hergestellt und sterilfiltriert. Zur Herstellung von 100 mL des M9-Minimal-
mediums, wurden 20 mL der Salzlo¨sung, 200 µL einer 1 M Magnesiumsulfatlo¨sung, 10 µL
einer 1 M Calciumchloridlo¨sung, 2 mL einer 20 %igen Glucoselo¨sung (w/v) und 78 mL
deionisiertes Wasser zusammengegeben. Vor der Verwendung wurde das Minimalmedium
sterilfiltriert.
6.7 Sonstige Materialien










FG 250 D VOLTCRAFT
Kupferfolie 6,4 mm, selbstklebend Edco Supply Corporation
O-Ring
Viton umhu¨llt mit FEP,
12 mm x 2 mm
Kudernak Industriedichtungen
Silikon-Hochvakuumfett schwer Lomisol GmbH
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innerer Durchmesser 1 cm
Bio-Rad
Mini-Extruder Avanti Polar Lipids
Polycarbonatmembranen 19 mm, Porengro¨ße 0,1 µm GE Healthcare
Sa¨ulenmaterial G-50 medium GE Healthcare
Spritze 250 µL, luftdicht Hamilton
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